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La réparation par excision de nucléotides (NER) permet l'élimination des lésions 
provoquant une distorsion de la double hélice  de l’ADN. Ces lésions  sont  induites par 
plusieurs agents environnementaux comme les rayons UV, ainsi que par certaines  
drogues chimio- thérapeutiques tel que le cisplatine. Des défauts dans la NER conduisent 
à de rares maladies autosomiques héréditaires : La xérodermie pigmentaire (XP), le 
syndrome de Cockayne (CS), le syndrome de sensibilité aux UVSS et la 
trichothiodystrophie (TTD). Ces maladies sont associées soit à une prédisposition élevée 
au cancer de la peau et / ou à de graves anomalies du développement neurologique. Le 
groupe de patients XP-A représente le deuxième groupe (XP) le plus fréquent, et possède 
la forme la plus sévère combinant cancer de la peau avec un haut risque de 
dégénérescence neurologique. À date, aucune explication n`a été proposée pour les 
symptômes neurologiques observés chez ces patients. Nous avions suggéré ainsi que la 
protéine XPA possède d`autres fonctions dans d`autres processus cellulaires, ceci en 
interagissant avec des partenaires protéiques  différents de ceux déjà connus. Afin de 
confirmer cette hypothèse nous avions réalisé une étude protéomique à grande échelle en 
combinant la spectrométrie de masse à une immunoprécipitation en Tandem d`affinité 
(TAP), afin d`identifier de nouvelles protéines interagissant directement avec XPA. Nous 
avions montré que XPA peut interagir avec MRE11,  la protéine clé de la réparation par 
recombinaison homologue. Des études additionnelles sont requises pour confirmer cette 
interaction et comprendre sa fonction 
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To maintain genome integrity and ensure the continuation of transcription, helix 
distorting DNA lesions induced by UV and other environmental mutagens are eliminated 
through a highly-versatile DNA repair pathway: nucleotide excision repair (NER).  
Mutations in 11 genes (XPC, XPE, XPB, XPD, XPG, XPA, XPG, TTD-A, CSA, CSB 
and UVSSA), among the 30 genes directly involved in NER, have been associated with 
the human genetic disorders: xeroderma pigmentosum (XP), cockayne syndrome (CS), 
trichothiodystrophy (TTD), and UV-sensitive syndrome (UVSS).  Patients of these 
syndromes display a wide variety of clinical features that range from normal development 
with extreme predisposition to cancer, to neurodevelopmental defects associated with 
premature aging abnormalities. The connection between DNA damage and 
neurodegeneration remains unclear, i.e. cannot be explained by a DNA-repair deficiency 
alone, implying that various repair factors perform other functions beyond the repair 
process. XP-A is the second most common form of XP.  XP-A cells have very low levels 
of NER activity and are sensitive to killing by UV light. It is one of the most severely 
affected XP groups, with the onset of cutaneous features, skin cancer, ocular features, and 
severe early onset neurological disease. Therefore we hypothesize that XPA interacts 
with cellular proteins that regulate its functions either in UV damage repair or in 
neurological development. To test this, our major aim was to carry out a large-scale 
proteomics investigation to identify novel interacting partners for XPA in the absence or 
presence of  genotoxic stress, thus providing clues on the origins of neurodegeneration 
observed in many XP-A patients. We provide evidence that XPA can interact with 
MRE11, the key factor in repair of double strand breraks by homologous Recombination. 
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Future experiments will be aimed at determining the impact of the XPA/MRE11 
interaction functions in cells. 
Keywords: Ultra violet, Nucleotide excision repair, xeroderma pigmentosum, Xeroderma 
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  Les mécanismes qui préservent l'information génétique codée par l'ADN et sa 
transmission à travers les générations sont l'objet de recherches approfondies depuis la 
découverte de la structure de l’ADN par Watson et Crick (Watson & Crick, 1953). En 
effet, l’ADN subit continuellement des lésions dont le nombre peut atteindre un million/ 
par jour/cellule, à cause des produits engendrés par le métabolisme cellulaire telles que 
les espèces réactives de l'oxygène (ROS) et les agents alkylants (Dizdaroglu, 2012). 
L’ADN est menacé par son instabilité chimique intrinsèque, comme son aptitude à subir 
une dépurination spontanée, par exemple (An et al., 2014). Les produits chimiques 
environnementaux et les rayonnements peuvent affecter sa constitution physique 
(Rastogi, Richa, Kumar, Tyagi, & Sinha, 2010). Au total, les dommages à l’ADN chez 
les mammifères représentent l`équivalent de 104-105 lésions par cellule et par jour 
(Swenberg et al., 2011).  
Ces dommages peuvent bloquer la réplication et la transcription du génome 
(Branzei & Foiani, 2010). Ils peuvent aussi générer des lésions simple brin ou des 
cassures double brin (CDB) qui conduisent à des aberrations chromosomiques(Allen, 
Ashley, Hromas, & Nickoloff, 2011). Les lésions peuvent diminuer la fidélité de la 
réplication qui se traduit par une augmentation des mutations. Les mutations et les 
aberrations chromosomiques peuvent activer les oncogènes ou inactiver des gènes 
suppresseurs de tumeurs et augmenter ainsi le risque de cancer (Bartek, Bartkova, & 
Lukas, 2007). Il est donc primordial que les lésions soient enlevées de manière efficace et 
en temps opportun. Contrairement à d'autres macromolécules cellulaires, l’ADN 
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endommagé ne peut pas être remplacé. Son intégrité repose uniquement sur la réparation. 
Pour lutter contre les menaces qui peuvent l’endommager, les cellules ont développé le 
mécanisme de la réponse aux dommages à l'ADN (DDR) qui consiste à détecter les 
lésions, signaler leur présence et finalement  promouvoir leur réparation (Ghosal & Chen, 
2013).  
Les différents types de dommages à l`ADN  
 
L’oxydation de l’ADN 
Les espèces réactives de l'oxygène (ROS), dont les radicaux libres, sont les 
produits du métabolisme cellulaire normal des organismes aérobiques. Des niveaux plus 
élevés en ROS sont dus aux rayonnements ionisants et aux  ultraviolets (Dizdaroglu, 
2015). Les ROS interagissent avec les nucléobases en provoquant un large spectre de 
dommages très mutagènes et une instabilité génique, s’ils ne sont pas réparés 
(Dizdaroglu, 2012).  La lésion de l'ADN la plus fréquente induite par les ROS est  le 8-
oxo-guanine (David, O'Shea, & Kundu, 2007). Si celle-ci n’est pas réparée, la machinerie 
de réplication peut insérer l’Adénine (A) à l’opposé du  8-oxo-G, et convertir de manière 
permanente la paire (G: C) en une paire (T : A) qui se traduit par une augmentation de la 
mutagenèse (Berquist & Wilson, 2012). L’accumulation des lésions oxydatives provoque 
de nombreuses pathologies, y compris la carcinogenèse, la neuro-dégénérescence ainsi 
que le vieillissement (Berquist & Wilson, 2012). Dans ces conditions, la réparation de 




L’alkylation de l’ADN 
Les agents alkylants font partie des agents endommageants. Ils proviennent 
principalement de la fumée de tabac,  des carburants  et des produits de combustion 
(Kondo, Takahashi, Ono, & Ohnishi, 2010). Ils peuvent provenir des dommages 
oxydatifs ou des donneurs cellulaires de méthyle tels que la S-adénosylméthionine 
(SAM), qui est un cofacteur dans les réactions biochimiques (Sedgwick, Bates, Paik, 
Jacobs, & Lindahl, 2007). Les agents alkylants  interagissent avec les atomes d'azote et 
d'oxygène des bases de l'ADN, et donnent une variété de produits qui vont de simples 
groupes méthyle à des additions complexes d'alkyle (Fu, Calvo, & Samson, 2012). 
L'attaque par ces agents peut conduire à divers types de lésions sur les bases de l’ADN, et 
la plupart des produits d'addition qui en résultent sont mutagènes et toxiques pour la 
cellule (Mishina, Duguid, & He, 2006). 
La formation des sites abasiques  
Les sites abasiques surviennent de la rupture de la liaison N-glycosidique entre la 
base et le désoxyribose (Lindahl, 1993). Ces sites représentent les lésions les plus 
fréquentes faites à l'ADN. On estime que dans les conditions physiologiques, il se forme 
environ10 000 sites apuriniques et 500 apyrimidiques / par cellule/ jour (Malina, Scott, & 
Brabec, 2015). Les sites abasiques résultent de l’hydrolyse spontanée des bases ou encore 
de la réparation des bases endommagées par les enzymes spécialisées (Hinz, Mao, 
McNeill, & Wilson, 2015). Ces sites conduisent le plus souvent à des cassures simple 




Les cassures de l’ADN 
Les cassures simple brin (SSBs) sont des discontinuités dans un seul brin de la 
double hélice de l'ADN, et sont généralement accompagnées par la perte d'un seul 
nucléotide (Caldecott, 2008). L'une des sources les plus courantes des SSBs est l’attaque 
de l’ADN par les espèces réactives de l'oxygène (ROS) (Caldecott, 2007). Les SSBs 
peuvent également survenir de l'activité erronée des enzymes cellulaires telles que l'ADN 
topoisomérase 1 (TOP1) (Caldecott, 2014). La conséquence la plus probable des SSBs 
non réparées dans les cellules en prolifération est l'effondrement des fourches de 
réplication de l'ADN pendant la phase S du cycle cellulaire, qui peut conduire à la 
formation des CDB (Caldecott, 2008). 
Les cassures double-brin d'ADN (CDB) sont générées lorsque les liaisons 
phosphodiesters des deux brins d'ADN sont rompues à la même position, ou à proximité 
suffisante pour permettre la dissociation physique de la double hélice en deux molécules 
séparées (Aparicio, Baer, & Gautier, 2014). Contrairement aux cassures simple-brin dans 
lesquelles l'information génétique conservée sur le brin complémentaire est toujours 
disponible comme matrice pour la réparation, la restauration fidèle des CDB peut être 
problématique. En plus de la perte de l'information génétique, les CDB peuvent conduire 
à la fragmentation, la perte ou le réarrangement chromosomique (Hoeijmakers, 2009). 
Les CDB sont générées par l'action des agents exogènes tels que les rayonnements 
ionisants (le rayonnement cosmique ou les rayons X) ou par les produits chimiques 
radiomimétiques (Aparicio et al., 2014). Les médicaments qui génèrent des CDB sont  
utilisés dans la chimiothérapie du cancer, puisque les cellules tumorales sont 
généralement plus sensibles que les cellules normales. Les cassures double-brin peuvent 
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être utilisées par la cellule pour générer la variabilité génétique, lors de la méiose pour la 
ségrégation réductionnelle des chromosomes et le brassage des allèles, ou lors de la 
recombinaison V(D)J pour établir le répertoire immunitaire dans toute sa diversité 
(Mehta & Haber, 2014). Dans ces cas, la production des cassures double-brin est sous le 
contrôle de la cellule. Les CDB sont rares, mais difficiles à réparer et extrêmement 
toxiques.  
Les pontages intercaténaires 
Les pontages intercaténaires de l`ADN (ICL) impliquent une liaison covalente 
entre les brins d`ADN (Muniandy, Liu, Majumdar, Liu, & Seidman, 2010). Lorsqu’ils ne 
sont pas réparés, un petit nombre d’ICL peut tuer la cellule puisqu’ils empêchent  la 
séparation des deux brins d'ADN, et par conséquent empêchent aussi les processus 
cellulaires essentiels, y compris la réplication de l'ADN et la transcription (Clauson, 
Scharer, & Niedernhofer, 2013). Cette cytotoxicité est largement exploitée par la 
chimiothérapie qui utilise des agents de réticulation tels que les composés de platine et la 
mitomycine (Deans & West, 2011).  
Les mésappariements des bases 
Les erreurs qui se produisent pendant  le métabolisme normal de l'ADN, y 
compris la réplication, la recombinaison et la réparation, représentent une autre source de 
lésions de l’ADN. L’incorporation d’un nucléotide non complémentaire génère des 
mésappariements des bases  lors de la synthèse d'ADN à des taux variables, en fonction 
de nombreux facteurs, y compris les ADN polymérases (Curtin, 2012). En général, les 
ADN polymérases réplicatives ont une grande fidélité de réplication, tandis que les ADN 
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polymérases translésionnelles qui contournent les sites de dommages à l'ADN 
notamment, ont une faible fidélité de réplication.  S’ils ne sont pas réparés, ils peuvent 
générer des mutations dans les cellules somatiques ou germinales qui peuvent modifier le 
phénotype cellulaire et causer un dysfonctionnement cellulaire (G. M. Li, 2008). 
 
Les voies de réparation des dommages à l’ADN 
 
La réparation par excision des bases  
Ce système intervient principalement dans la réparation des lésions oxydatives 
liées au métabolisme cellulaire. Il prend en charge aussi les dommages provoqués par les 
agents alkylants, les sites apyrimidiniques/ apuriniques (AP sites) et les cassures simple- 
brin (Moor, Vasil'eva, Anarbaev, Antson, & Lavrik, 2015) (Figure 1). L’étape initiale 
consiste en la reconnaissance de la lésion effectuée par une glycosylase qui va balayer le 
long de l’ADN à la recherche des bases endommagées (Friedman & Stivers, 2010). 
Lorsqu'une lésion est trouvée, l'ADN glycosylase clive la liaison N-glycosidique entre la 
base et le désoxyribose afin d'exciser la base endommagée. Le site AP résultant est traité 
par une AP endonucléase 1 (APE1) afin de générer une extrémité 3’hydroxyle et une 
extrémité 5’deoxyribosephosphate (5`-dRP) (Y. J. Kim & Wilson, 2012). Ce site est alors 
traité par l'ADN polymérase β (Pol β) qui supprime le groupement 5`-dRP, et insère 
simultanément un nouveau nucléotide dans l'espace de réparation (Hegde, Hazra, & 
Mitra, 2008). L’interruption simple-brin est définitivement scellée par un complexe 
d'ADN ligase IIIα (Lig III) en association avec le cofacteur (XRCC1) (Wallace, Murphy, 
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& Sweasy, 2012).  De manière générale, c’est à travers ce mécanisme (BER) que la 
majorité des bases endommagées sont réparées. 
La réparation des cassures double brin 
 Les principales voies de réparation des CDB sont définies selon la manière dont 
l'homologie de séquence est utilisée pour rejoindre les extrémités des cassures double-
brin. On parle alors de la Recombinaison Homologue (HR), ou selon la jonction non 
homologue (NHEJ), qui ne nécessite pas d'homologie de séquence, mais qui est active 
tout au long du cycle cellulaire constituant la principale voie de réparation des CDB dans 
les cellules des mammifères (Lieber, 2010) (Figure1). Pour initier la NHEJ, 
l’hétérodimère Ku70 / 80 (KU) se lie à l’ADN (Shibata & Jeggo, 2014). Les CDB lient 
KU, puis recrutent et activent la sous-unité catalytique de l'ADN protéine kinase (DNA-
PK) qui, à son tour, déclenche une cascade de signalisation étendue, orchestrant ainsi les 
processus de réparation en aval (Neal & Meek, 2011). La NHEJ est facilitée par les 
protéines d'échafaudage XRCC4 et XLF qui lient l'ADN ligase 4, l'enzyme responsable 
du scellement de la cassure (Cottarel et al., 2013; Y. Li et al., 2008). Si les extrémités de 
l'ADN ont besoin de traitement nucléolytique avant la ligature, l’endonucléase Artemis, 
une protéine qui interagit avec DNA-PK, offre cette activité (Kakarougkas & Jeggo, 
2014). 
 Contrairement à la NHEJ, la réparation par recombinaison homologue (HR) 
nécessite l’alignement des séquences homologues des cassures double-brin avant la 
ligation. Dans les cellules des mammifères, la HR est produite en grande partie au cours 
de la phase S du cycle cellulaire. Durant la HR, la chromatide sœur répliquée est utilisée 
comme matrice homologue afin de copier et de rétablir la séquence d'ADN manquante 
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sur la chromatide endommagée (Shahar et al., 2012). La recherche d'homologie de 
séquence dans la  HR nécessite la présence d'ADN simple brin au niveau des extrémités 
de la cassure. Cet intermédiaire peut être généré par la dégradation nucléolytique de 
l`extrémité 5’ du brin de la DSB dans le processus de résection de l'ADN (Symington & 
Gautier, 2011). La résection est initiée par le complexe MRN  (MRE11 / RAD50 / NBS1) 
qui lie directement les extrémités de la cassure. La protéine MRE11 qui abrite une 
activité endo et exo- nucléasique séparable, génère en 3’ des ssDNA par une combinaison 
de clivage endonucléolytique, suivie d'un traitement exonucléolytique dans le sens 3’-5’ 
(Shibata et al., 2014). Ce  processus va permettre le recrutement de la  protéine de 
réplication A (RPA) qui se lie rapidement à la queue de l'ADN simple brin, ce qui 
empêche la formation de structures secondaires. Par la suite, RPA est déplacée par 
RAD51 dépendamment de la protéine (BRCA2) (Pellegrini et al., 2002). Le chargement 
de RAD51 favorise l'invasion et le déplacement du brin endommagé sur le brin en bon 
état pour générer la  jonction de Holliday. La réparation en découle par l`utilisation du 
brin non endommagé comme matrice, suivie d'une ligature des extrémités d'ADN 
(Kakarougkas & Jeggo, 2014). 
La réparation des pontages intercaténaires  
La réparation des ICL se produit durant la phase S du cycle cellulaire (J. Zhang & 
Walter, 2014). Ce mécanisme nécessite (1) des endonucléases qui reconnaissent et 
incisent l’ADN endommagé, (2) des ADN polymérases translésionnelles, (3) des 
recombinases et 15 protéines FANC (J. Zhang et al., 2015). La réparation est déclenchée 
quand une fourche de réplication entre en collision avec l’ICL (Branzei & Foiani, 2010). 
Cela crée un substrat pour des endonucléases structure-spécifique qui vont décrocher la 
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lésion, générant une cassure de la double hélice de l’ADN (Patel & Joenje, 2007). À 
l’opposé de la lésion, la réplication est contournée par les ADN polymérases 
translésionnelles. Enfin, la fourche est rétablie par recombinaison homologue (Deans & 
West, 2011). 
La réparation des mésappariements des bases 
La réparation des mésappariements (MMR) est une voie hautement conservée qui 
joue un rôle clé dans le maintien de la stabilité génomique. La spécificité de la MMR est 
principalement la réparation des mésappariements et des insertions / délétions des bases 
générées au cours de la réplication et de la recombinaison de l’ADN (Guillotin & Martin, 
2014). La MMR réduit ainsi de 100 à 1000 fois les erreurs au niveau de l'ADN et les 
empêche de devenir des mutations au cours de la prolifération cellulaire (Xiao, Melton, & 
Gourley, 2014). Chez l’homme, la MMR est initiée par la reconnaissance de l’anomalie 
structurale liée au mésappariement par l’hétérodimère MSH2-MSH6 (MutSα) dans le cas 
d’une petite insertion ou une délétion, ou bien par l’hétérodimère MSH2-MSH3 (MutSβ) 
dans le cas des grandes boucles (Erie & Weninger, 2014; Xiao et al., 2014). Ce dimère 
subit un changement de conformation ATP-dépendant pour permettre le recrutement d`un 
autre hétérodimère MLH1-PMS2, après hydrolyse d`une deuxième molécule d’ATP 
(Guillotin & Martin, 2014). Ce nouveau complexe est capable de glisser sur l’ADN à 
distance du mésappariement, et c’est ainsi qu’une endonucléase (EXO1) est recrutée pour 
dégrader le brin contenant le mésappariement (Guillotin & Martin, 2014). Enfin, les 
protéines nécessaires à la réplication sont recrutées pour assurer la restauration du brin 














La réponse aux dommages à l’ADN  
 
La réparation des dommages à l'ADN est effectuée par une multitude de protéines, 
y compris les nucléases, hélicases, polymérases, recombinases, ligases et glycosylases. 
Ces outils de réparation doivent être très bien régulés parce que s’ils sont mal utilisés, ou 
autorisés à accéder à l'ADN au moment ou à l’endroit inapproprié, ils peuvent menacer 
son intégrité. Les cellules eucaryotes ont développé la réponse aux dommages à l’ADN 
(DDR), décrite comme étant le mécanisme cellulaire qui régule le recrutement et 
l’activation des facteurs de réparation aux sites du dommage. La DDR assure aussi la 
coordination et le choix des voies à employer, la modulation de la chromatine, et la 
coordination de la  progression du cycle cellulaire pour une réparation efficace de l'ADN 
(Ciccia & Elledge, 2010). La voie de réponse aux dommages à l'ADN est une voie de 
transduction du signal comprenant des senseurs, des transducteurs et des effecteurs 
(Jackson & Bartek, 2009).  
La DDR est principalement médiée par des protéines de la famille des 
phosphoinositide 3-kinase related kinases (PIKKs) : ATM, ATR, et DNA-PK et par les 
membres de  la famille des poly (ADP-ribose) polymérase (PARP). ATM et DNA-PK 
sont activées par des agents comme les radiations ionisantes qui créent des CDB (Harper 
& Elledge, 2007; Meek, Dang, & Lees-Miller, 2008). Contrairement à ATM qui a des 
centaines de substrats, DNA-PK régit principalement un petit groupe de protéines 
impliquées dans la jonction des extrémités des cassures double brin. En ce qui concerne 
ATR, en complexe avec sa protéine partenaire ATRIP, elle est recrutée au niveau des 
régions ssDNA revêtues de RPA (Cimprich & Cortez, 2008). Suite à la reconnaissance 
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des lésions de l'ADN par des protéines senseurs, ATM et ATR phosphorylent 
initialement des protéines médiatrices qui amplifient la DDR en agissant à titre de 
recruteurs de substrats d’ATM / ATR. Les protéines effectrices de DDR sont directement 
phosphorylées par ATM / ATR ou par les kinases  Chk 1 et Chk2 (Harper & Elledge, 
2007). ATM et ATR sont nécessaires pour la NHEJ, RH, la réparation ICL et la NER. 
Pour les cassures double brin ,le complexe MRN est rapidement assemblé au site 
de la cassure où il agit comme un senseur qui va faire appel à ATM (Stracker & Petrini, 
2011). Immédiatement après son recrutement aux sites des CDB, ATM contribue à la 
phosphorylation de la variante d'histone H2AX sur la sérine 139 (γH2AX). La 
phosphorylation de H2AX déclenche une cascade qui assemble les composants de la  
DDR au niveau du site du dommage (Scully & Xie, 2013). Le complexe MRN module 
l'activité d'ATM et active ses cibles en aval. Ceci suggère qu’ATM et MRN travaillent 
ensemble sur les sites des CDB de l’ADN, afin d’affiner le recrutement et la dissociation 
des facteurs de la DDR, pour une réparation efficace des dommages. ATM joue un rôle 
essentiel dans l'activation du point de contrôle  G1/S, ce qui empêche les cellules avec un 
ADN endommagé d'entrer en phase S. Cette réponse est principalement médiée par le 
suppresseur de tumeur p53, qui est l'une des premières cibles d’ATM. En réponse à une 
CDB, ATM phosphoryle directement p53 sur la sérine 15 (Weber & Ryan, 2015). Cette 
phosphorylation de p53 conduit à sa stabilisation en empêchant son ubiquitination qui 
médie sa  dégradation par Mdm2 (Marine & Lozano, 2010). Lors de l'activation et de 
l'accumulation dans le noyau, p53 entraîne l'expression des gènes impliqués dans 
l’activation du point de contrôle tel que p21, mais également de plusieurs gènes qui sont 
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impliqués dans l’induction de l'apoptose (Sullivan, Gallant-Behm, Henry, Fraikin, & 
Espinosa, 2012).  
 Comme ATM, ATR est l'une des kinases centrales impliquées dans la DDR. ATR 
est activée par des structures d'ADN simple brin qui peuvent survenir lors d'une résection 
due à une CDB de l'ADN, ou dans les fourches de réplications bloquées. Lorsque les 
ADN polymérases sont bloqués lors de la réplication, les hélicases réplicatives continuent 
à ouvrir l'ADN en avant de la fourche de réplication, conduisant à la production de longs 
tronçons d'ADN simple brin (ssDNA), qui sont ensuite liés par la protéine de liaison 
RPA. Le recrutement des complexes ATR / ATRIP à ces sites de stress réplicatif et de 
dommages à l'ADN est régulé par une interaction directe d`ATRIP avec RPA lié à  
ssDNA (Errico & Costanzo, 2012). Une fois activée, ATR agit par l'intermédiaire de ses 
cibles en aval afin de promouvoir la réparation de l'ADN, l’arrêt transitoire du cycle 
cellulaire, et enfin la stabilisation et le redémarrage des fourches de réplication bloquées.  
Plusieurs de ces fonctions sont médiées par la cible principale d’ATR, Chk1. ATR joue 
un rôle important dans l'activation du point de contrôle intra-S-phase au cours de la 
progression de la phase S normale et de la réponse aux dommages à l'ADN (Errico & 
Costanzo, 2012). Chk1 phosphoryle Cdc25A, ce qui mène à sa dégradation. Ceci 
empêche l’activation des kinases cycline-dépendantes 2 (Cdk2) / cyclines E/A et conduit 
à un arrêt du cycle cellulaire (Busino, Chiesa, Draetta, & Donzelli, 2004). ATR joue aussi 
le rôle de médiateur principal du point de contrôle G2 / M pour empêcher l'entrée 
prématurée en mitose des cellules avant que la réplication de l'ADN ne soit terminée, ou 
en présence de dommages. L’arrêt du cycle cellulaire en  G2 / M par ATR est 
principalement médié par deux mécanismes: (i) la dégradation de Cdc25A et (ii) la 
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phosphorylation de la phosphatase Cdc25C sur la serine 216 par Chk 1. Ceci crée un site 
de liaison à la protéine 14-3-3 qui se lie à Cdc25C, et facilite son exportation à partir du 
noyau ainsi que sa séquestration cytoplasmique. La relocalisation cytoplasmique de 
Cdc25C empêche les kinases cycline-dépendantes 1 (Cdk1) / cyclines B  d'être 
déphosphorylées ce qui inhibe l'entrée en mitose (Kasahara et al., 2010). 
Bien qu’ATM et ATR soient activées par différents types de dommages à l'ADN 
et agissent dans des voies distinctes, leurs cibles en aval se chevauchent partiellement tel 
que p53 et la variante de l'histone H2AX qui sont communes aux deux kinases. Et c’est 
grâce à ces cibles en aval qu’elles coopèrent dans la médiation des réponses cellulaires 
aux nombreux stress génotoxiques, et maintiennent la stabilité génomique en 
coordonnant la progression du cycle cellulaire à la réparation de l'ADN (Weber & Ryan, 
2015). 
 
La synthèse translésionnelle 
 
La machine de réplication de l’ADN est finement régulée pour répliquer l'ADN 
avec une très grande efficacité et une étonnante fidélité. Cependant, elle est facilement 
perturbée par les dommages à l'ADN. Malgré la grande variété des mécanismes de 
réparation, la machine de réplication peut rencontrer des lésions sur l’ADN au cours de 
chaque cycle cellulaire. Le site catalytique des ADN polymérases réplicatives étant 
intolérant aux lésions de l'ADN, celui-ci n’est plus synthétisé. La cellule qui ne peut plus  
répliquer l'ADN endommagé avant la mitose, adopte la solution de tolérance aux 
dommages à l'ADN. 
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Au cours de la tolérance aux dommages, la synthèse de l’ADN se fait par des 
ADN polymérases appartenant pour la plupart à la famille des polymérases Y. Ce 
mécanisme est appelé synthèse translesionelle (TLS) (Chang & Cimprich, 2009). 
Cependant, cette tolérance s’accompagne d’une mutagenèse pouvant avoir des 
conséquences délétères. Il est donc crucial de réguler l'activité des polymérases Y pour 
éviter qu’elles ne soient employées de manière inappropriée.  
Les étapes de base de la TLS impliquent que la polymérase réplicative bloquée 
soit déplacée et remplacée par une polymérase de la TLS qui insère des bases à l’opposé 
de la lésion. En effet, le changement de polymérase s’initierait par la mono-ubiquitination 
de PCNA en K164 par l`ubiquitine ligase RNF8 avec l`aide de l`enzyme de conjugaison 
de l`ubiquitine E2 UbcH5c (Andersen, Xu, & Xiao, 2008; S. Zhang et al., 2008). PCNA 
ubiquitinée permet une interaction physique directe entre cette protéine et les 
polymérases de la TLS, alors qu’une telle interaction n’est pas détectable lorsque PCNA 
n’est pas ubiquitinée (Chen, Bozza, & Zhuang, 2011). L’élongation à partir de la base 
incorporée est effectuée par la même polymérase ou par une autre polymérase de la TLS. 
Enfin, lorsque l'appariement des bases est restauré au-delà de la lésion, la polymérase 
réplicative reprend le contrôle (Chang & Cimprich, 2009; Sale, Lehmann, & Woodgate, 
2012). C’est la TLS qui est responsable des mutations par substitution induites par les 
dommages à l'ADN. Son pouvoir mutagène est contrôlé à plusieurs niveaux, y compris la 
régulation du recrutement des polymérases de la TLS à la chromatine, par leur activité de 
distribution intrinsèque et, éventuellement, par la relecture en trans fournie par les 
polymérases réplicatives (Avkin et al., 2006).  
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            La plupart des dommages qui affectent l’ADN, les conséquences biologiques qui 
en découlent et les voies de signalisation et de réparation utilisées pour préserver 
l’intégrité génomique ont été présentés. Les dommages à l’ADN par les UV et le 
Cisplatine vont suivre. 
 
Les dommages à l`ADN induits par les UV 
 
Les rayons ultraviolets sont des agents exogènes très cancérigènes qui peuvent 
interagir avec l'ADN et altérer l'intégrité du génome (Rastogi et al., 2010). Le 
rayonnement UV représente 8% du spectre solaire et est subdivisé en trois types selon la 
longueur d'onde : les UVA (320 à 400 nm), UVB (280-320 nm) et les UVC (200 à 280 
nm) (Cortat et al., 2013). Les UVC et la plupart des UVB sont bloqués par la couche 
d'ozone, et seulement les UVA et une partie minime des UVB atteignent la surface de la 
terre. Bien que la couche d'ozone absorbe la partie la plus dangereuse du spectre solaire 
ultraviolet (UVC), les ultraviolets A et UVB résiduels peuvent induire 100.000 lésions 
par cellule en une journée (Hoeijmakers, 2009). 
La première étape de l'induction des lésions par les UV est l'absorption des 
photons UV, soit par un chromophore cellulaire (voie directe) ou par un photo-
sensibilisateur (voie indirecte) (Ravanat, Douki, & Cadet, 2001). L'absorption de 
l'énergie des photons UV modifie la distribution des électrons dans la molécule du 
photosensibilisateur et crée un état singulet excité. Les dommages cellulaires causés par 
une molécule excitée peuvent se produire soit par interaction directe avec les molécules 
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d'ADN et conduire à la formation de radicaux libres, ou par transfert d'énergie vers 
l'oxygène moléculaire et produire les espèces réactives d'oxygène (ROS). Cette voie 
indirecte est particulièrement utilisée par les UVA (Greinert et al., 2012). Les UVA ont 
une faible efficacité dans l'induction des dommages à l'ADN, car ils ne sont pas absorbés 
par celui-ci. Les effets génotoxiques des UVA ont été principalement attribués à 
l'induction de stress oxydatif, notamment la production du 8-OxoG (Batista, Kaina, 
Meneghini, & Menck, 2009) qui peut conduire à la création de sites abasiques ou à des 
cassures simple-brin (SSBs) (Greinert et al., 2012).  
Le pic d'absorption de l'ADN  pour les UVC est 260 nm. L'ADN est le principal 
chromophore cellulaire. Les lampes au mercure germicide basse pression qui émettent 
des UVC quasi-monochromatique (254 nm) représentent le pilier des études effectuées 
sur les dommages à l'ADN et la réparation (Mitchell, 2006). L’absorption des UVC et des 
UVB par l’ADN conduit à la production de  photo-produits dans les  bases pyrimidiques 
adjacentes, les plus courants étant les dimères de cyclobutyl pyrimidiques (CPDs) et les 
(6-4) photoproduits pyrimidine-pyrimidone (6-4PPs) (Rastogi et al., 2010). 
Les CPDs résultent de la liaison covalente entre deux pyrimidines adjacentes par  
formation d'un élément de structure cyclique provenant de la saturation de la double 
liaison 5-6 pyrimidines; alors que les 6-4 PPs proviennent de la liaison entre le C6 de la 
pyrimidine en 5' et le C4 de la pyrimidine adjacente en 3' (de Lima-Bessa et al., 2008). Le 
ratio de formation entre CPD et 6-4 PP après irradiation aux UVC est d'environ 3: 1 
respectivement. Les 6-4PPs ainsi que les CPDs induisent une déformation de la double 
hélice de l’ADN. En effet, les 6-4PPs induisent une courbure importante estimée à 44°, 
contre 30° pour les CPDs (J. K. Kim & Choi, 1995). La présence de ces lésions au niveau 
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de la double hélice d'ADN constitue une obstruction physique à la fois pour la réplication 
et la transcription. Les photoproduits dans la molécule d'ADN sont la cause principale de 
la mort cellulaire par apoptose après irradiation aux UV (Batista et al., 2009). 
Les ROS ainsi que les photoproduits induits par les UV peuvent causer des 
cassures simples ou double brin au niveau de L’ADN. Il est supposé que les 
photoproduits initiaux se convertissent en CDB lors de la réplication de l'ADN, en raison 
de l'effondrement des fourches de réplication. Une quantité très faible de CDB a été 
trouvée dans la cellule où la réplication a été inhibée (Dunkern & Kaina, 2002). Les UV 
induisent aussi des types spécifiques de mutations: la cytosine (C) est substituée par la  
thymine (T) sur les sites de dipyrimidine et la substitution des bases en tandem CC → TT 
se produit rarement. Ces deux types de mutation sont aussi appelés ''la signature des UV''. 
Leur détection suggère une exposition antérieure aux UV (Brash, 2015). L'un des 
mécanismes de formation de ces mutations spécifiques aux UV est la désamination des 
cytosines dans un CPD (Tessman, Liu, & Kennedy, 1992).  
 
Les dommages à l`ADN par le Cisplatine 
 
Le cisplatine ou cis-diaminedichloroplatine (II) (CDDP) est l'un des médicaments 
les plus couramment utilisés pour traiter un large spectre de cancers (Kelland, 2007). 
L’ADN est considéré comme la cible biologique primaire du cisplatine (Jung & Lippard, 
2007). L'atome de platine fait des liaisons covalentes avec l’azote en position 7 (N7) des 
bases purines pour former des réticulations 1,2- ou 1,3-intra-brin  (Ummat et al., 2012) et  
des réticulations inter-brins qui sont des lésions mineures, mais hautement cytotoxiques. 
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La réticulation intra-brin entre deux résidus adjacents de guanine est considérée comme 
la lésion responsable de la cytotoxicité du cisplatine. Ces lésions vont interférer avec la 
réplication de l'ADN et la transcription et conduire à la mort cellulaire (Kelland, 2007). 
 
La réparation par excision des nucléotides 
 
La réparation par excision des nucléotides (NER) est la principale voie utilisée par 
la cellule pour réparer les lésions volumineuses de l'ADN causées par les UV, les 
mutagènes environnementaux et certains produits de la chimiothérapie, notamment le 
cisplatine. Comparativement aux autres voies de réparation de l'ADN, La NER est 
capable d’éliminer un grand nombre de lésions, y compris les dimères de cyclobutyl-
pyrimidique (CPDs) et les 6-4 pyrimidine-pyrimidone (6-4PPs), principales lésions 
induites par les rayons ultraviolets (UV), et les liaisons intracaténaires dues aux 
médicaments tels que le cisplatine. La NER est utilisée pour la réparation de toute lésion 
volumineuse provoquant une distorsion de l’hélice de l’ADN. Cette polyvalence de la 
NER repose sur sa capacité de contourner la reconnaissance de la lésion et de se 
concentrer plutôt sur un ensemble de points communs partagés par beaucoup de lésions 
différentes (Marteijn, Lans, Vermeulen, & Hoeijmakers, 2014). La NER reconnaît et 
élimine les distorsions hélicoïdales à travers deux voies distinctes: le génome (réparation 
globale du génome, GG-NER), et le brin transcrit des gènes actifs ( réparation couplée à 
la transcription, TCR-NER) (Kamileri, Karakasilioti, & Garinis, 2012). Les deux voies 
diffèrent dans la reconnaissance des lésions. La GG-NER est spécifiquement initiée par 
deux complexes hétérodimériques : UV-DDB et XPC RAD23, alors que la TC-NER est 
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initiée par le blocage de l'ARN polymérase II au niveau des  lésions de l'ADN, ce qui 
déclenche le recrutement des facteurs de la TC-NER (Dijk, Typas, Mullenders, & Pines, 
2014). Après la reconnaissance du dommage, les deux voies convergent vers un 
mécanisme moléculaire commun qui implique l’ouverture de la double hélice d'ADN, la 
vérification de la lésion, la double incision suivie par une resynthèse et enfin la ligature 
du fragment d’ADN néo-synthétisé (Dijk et al., 2014).  
Dans la GG-NER,  le complexe UV-DDB est considéré comme le facteur initial 
qui lie l'ADN endommagé (Jeppesen, Bohr, & Stevnsner, 2011). L'hétérodimère UV-
DDB (DDB1 et DDB2) fait partie du complexe d’ubiquitine ligase E3 qui contient 
plusieurs sous-unités (van Cuijk, Vermeulen, & Marteijn, 2014), notamment la protéine 
d’échafaudage CUL4 et la sous-unité E2 ROC1 (El-Mahdy et al., 2006). DDB1 est la 
sous-unité de l'adaptateur qui interagit avec d'autres protéines par leurs séquences WD40 
qui servent de récepteurs de substrat. DDB2 est l'une des meilleures cibles caractérisées 
de ce complexe d’ubiquitine ligase (CRL4). L'activité ubiquitine ligase de CRL4-DDB2 
est étroitement régulée par le signalosome COP9 (CSN), constitué de plusieurs sous-
unités protéolytiques. En absence de stress, CSN s’associe avec le complexe CRL4-
DDB2, et inhibe son activité en supprimant la protéine analogue à l'ubiquitine à partir de 
Nedd8 CUL4 (Groisman et al., 2003). Après irradiation aux UV, CSN se dissocie du 
complexe CRL4-DDB2, stimule la neddylation de CUL4 et active E3 ligase. Plusieurs 
substrats CRL4-DDB2, dont DDB2 elle-même, conduisent à sa dégradation par le 
protéasome (Matsuda et al., 2005). L’ubiquitination de DDB2 permet la réduction de 
l'affinité de liaison du complexe de l'ubiquitine E3 avec l'ADN endommagé (Sugasawa et 
al., 2005) et le recrutement de XPC pour la reconnaissance des distorsions volumineuses 
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dans la structure de l’ADN (Figure2). XPC agit avec d'autres partenaires accessoires 
ayant diverses fonctions, en particulier HR23B qui facilite la reconnaissance de la lésion 
par XPC, mais qui ne participe pas aux processus de réparation de l'ADN en aval 
(Bergink et al., 2012). CEN2 est un facteur facultatif qui peut en coopération avec 
HR23B, stabiliser XPC ce qui stimule la NER in vitro (Araki et al., 2001). XPC est 
également une cible bien décrite du complexe CRL4-DDB2 qui peut former des chaînes 
d'ubiquitines K48 liées sur XPC (van Cuijk et al., 2015). Contrairement à DDB2, 
l`ubiquitination de XPC n’entraîne pas sa dégradation (Fischer et al., 2011; Hannah & 
Zhou, 2009). La dégradation de XPC ubiquitinée pourrait être inhibée par son interaction 
avec RAD23 (Marteijn et al., 2014). 
Une fois que le dommage est reconnu, XPC lie le facteur de réparation / de 
transcription TFIIH qui facilite son interaction avec l'ADN lésé (Figure2). Ce facteur se 
compose de dix sous-unités, dont sept constituent le noyau du complexe (XPD, XPB, 
p62, p52, p44, p34 et p8/TTDA). Les trois autres sous-unités (CDK7, MAT1 et la cycline 
H) forment le sous-complexe des cyclines qui est relié au noyau TFIIH par l'intermédiaire 
d'une interaction avec XPD (Bedez et al., 2013). XPB et XPD sont des hélicases qui 
déroulent l'hélice à proximité de la lésion dans les sens 5`-3` et 3`-5` respectivement 
(Fuss & Tainer, 2011). Après les dommages à l'ADN, p8 / TTDA forme une liaison plus 
stable avec TFIIH et favorise son ouverture autour de la lésion par stimulation de 
l'activité ATPase de XPB (Stefanini, Botta, Lanzafame, & Orioli, 2010). Ce processus de 
déroulement sépare les deux hélices d'ADN et génère simultanément deux courts 
fragments d’ADN simple brin. Ces fragments d`ADN facilitent le recrutement d'un 
nouveau complexe composé par XPA ayant une affinité pour l'ADN endommagé, et la 
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protéine RPA qui lie le brin non endommagé. La fonction fondamentale de ce complexe 
de pré-incision (XPA-RPA) est de stabiliser la structure ouverte de l'ADN (Missura et al., 
2001).  
Le clivage endonucléolytique et l'excision du brin d'ADN endommagé constituent 
la seconde étape du processus qui met en jeu deux endonucléases : l`hétéro-dimère XPF-
ERCC1qui incise l’extrémité 5`du ssDNA et le facteur XPG qui incise l`extrémité 3` 
(Staresincic et al., 2009).Il en découle l’élimination d`un fragment d’ADN comprenant 
typiquement 27 à 30 nucléotides (Figure2). 
L'espace créé se remplit de novo ADN synthétisé par des complexes d'ADN 
polymérase comprenant DNA Pol δ, DNA Pol ε ou bien DNA Pol κ. Ces enzymes sont 
recrutées par le facteur PCNA en association avec RFC (Ogi et al., 2010). 
L'étape finale est la ligation de l'ADN où deux enzymes entre en jeu : la DNA 
ligase I qui opère exclusivement au cours de la phase S du cycle cellulaire, et le complexe 
DNA-ligase IIIα-XRCC1qui fonctionne pendant toutes les phases du cycle cellulaire 
(Moser et al., 2007). 
La TC-NER s’occupe de la réparation des lésions qui bloquent l'ARN polymérase  
et interfèrent avec le processus vital de la transcription. Cette TC-NER diffère de la GG-
NER dans la reconnaissance du dommage (Figure2) réalisé dans la TC-NER par l'ARN 
polymérase II (Laine & Egly, 2006). Ici, deux protéines : la CSA et la CSB facilitent 
l’accès à la lésion des facteurs de la NER. La CSA forme un complexe ubiquitine E3 
avec DDB1-CUL4-ROC1 (CRL4-CSA). Le complexe de CRL4-DDB2 est nécessaire à la 
GG-NER, le complexe CRL4-CSA à la TC-NER, et la CSN à l’ubiquitine ligase de 
CRL4-CSA (Groisman et al., 2003). Il a été démontré que la dégradation de CSB 
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polyubiquitinée se fait 3 h après UV, ce qui coïncide avec la dissociation de CSN et 
CRL4-CSA. Cette dégradation de CSB médiée par CSA ne se produit qu’une fois la 
réparation terminée (Groisman et al., 2006). L'une des fonctions clés de UVSSA pendant 
la TC-NER est de recruter la DUB USP7 (Nicholson & Suresh Kumar, 2011) qui permet 
la de-ubiquitination de CSB  afin d’assembler les complexes de TC-NER avant que CSB 
ne soit dégradée. Au cours de la NER, l’ubiquitination n’est pas seulement importante à 
la régulation des interactions protéine-protéine pour faciliter la transition à travers les 
différentes étapes de la NER. Elle semble fonctionner aussi dans l'élimination des 
facteurs de réparation de la chromatine lorsque leur activité n`est plus requise, ou quand 
la réparation échoue. De plus, l’initiation de la NER doit être soigneusement régulée pour 
éviter une excision sur l'ADN non endommagé (van Cuijk et al., 2014). Au cours de la 
TC-NER, l’ARN polymérase II est aussi ubiquitinée au niveau de la K48 par l`Elongin 
ABC-CUL5-RBX2 entraînant sa dégradation par le protéasome (Harreman et al., 2009) 
afin de permettre le recrutement de XPG et TFIIH, après quoi le reste de la réaction de 











Figure 2 : Mécanismes de la réparation de l’ADN par excision des nucléotides. 
 La réparation par excision des nucléotides (NER) permet l'élimination des lésions qui provoquent une 
distorsion de la double hélice de l’ADN. De façon globale, le mécanisme de la réparation par excision de 
nucléotides se décompose en quatre étapes: (1) Reconnaissance de la lésion par le complexe UV-DDB dans 
le cas de la GG-NER, et par l`ARN polymérase II bloquée au site de la lésion dans le cas de la TC-NER (2) 
Ouverture de la double hélice de l’ADN et vérification de la lésion par l'action coordonnée des protéines 
XPD, XPB, XPA, et RPA (3) Incision du fragment de nucléotides portant la lésion par les endonucléases 
XPG et ERCC1-XPF (4) Excision de ce fragment simple brin (30 bp) et synthèse d’un nouveau à partir du 





Activation d’ATR après dommage à l’ADN par les UV 
 
Chez tous les eucaryotes, l'ADN simple brin qui est induit par une lésion est 
d'abord détecté par la protéine de réplication A (RPA) (Fanning, Klimovich, & Nager, 
2006), qui est un complexe de protéines de liaison au ssDNA. Ensuite, la protéine 
interagissant avec ATR (ATRIP), se lie directement à RPA qui revêt l’ADN simple brin 
(Cortez, Guntuku, Qin, & Elledge, 2001) et permet ainsi la formation du complexe ATR-
ATRIP pour localiser les sites de dommages à l'ADN (Shiotani & Zou, 2009).  
Le blocage des fourches de réplication causé par les photoproduits des UV durant 
la phase S va permettre la création de longues séquences d’ADN simple brin revêtues de 
la protéine de réplication A (RPA). Le complexe RPA-ssDNA va recruter ATRIP qui va 
activer la signalisation ATR au niveau du site du dommage (Bartek & Lukas, 2007; Nam 
& Cortez, 2011). La NER reconnaît et traite les dommages induits par les UV en 
effectuant une double incision avec les  endonucléases XPG et ERCC1-XPF. Il en résulte 
une région de ssDNA de 22-35 nucléotides revêtus de RPA et constituant un substrat 
potentiel pour déclencher l'activation d’ATR; ce qui va fortement augmenter la 
signalisation induite par les dommages (Marteijn et al., 2014). 
Lors de son activation, ATR coordonne les points de contrôle du cycle cellulaire, 
la stabilité des fourches de réplication et leur redémarrage. Cependant, peu d'études ont  
pu élucider les mécanismes spécifiques à travers lesquels ATR provoque ces réponses. 
Les mécanismes les mieux caractérisés sont les réponses médiées par l’activation de 
Chk1. Ils comprennent le point de contrôle en phase S et G2 qui empêche l'entrée en 
mitose en présence d'ADN endommagé, par la régulation de la phosphatase CDC25 
26 
 
(Cimprich & Cortez, 2008) (Stracker, Usui, & Petrini, 2009). La modification de la 
chromatine la plus abondante associée à une activation d’ATR est la phosphorylation du 
variant d'histone H2AX (γH2AX) (Hanasoge & Ljungman, 2007).  γH2AX permet de 
recruter de nombreux facteurs de la DDR au voisinage des lésions afin d’accélérer la 
réparation, et d’introduire et maintenir la signalisation. 
 
Les maladies liées à une déficience au niveau de la NER 
 
Des défauts dans le maintien de l’intégrité du génome, notamment dans la 
réparation par excision des nucléotides (NER), provoquent des pathologies associées soit 
à une prédisposition élevée au cancer de la peau et/ou à de graves anomalies du 
développement neurologique (Sepe, Payan-Gomez, Milanese, Hoeijmakers, & 
Mastroberardino, 2013). Et des défauts dans la NER conduisent à des maladies 
autosomiques héréditaires telles que la xérodermie pigmentaire (XP), le syndrome de 
Cockayne (CS) et le syndrome de sensibilité aux UVSS et la triochothiodystrophy (TTD) 
(Niedernhofer, Bohr, Sander, & Kraemer, 2011). 
La xérodermie pigmentaire 
Chez les patients XP, huit groupes de complémentation ont été découverts : les 
sept premiers (XP-A à XP-G) (Tableau 2) sont défectueux exclusivement au niveau de 
GG-NER (XP-C et XP-E), ou bien dans les deux voies la GG-NER et la TC-NER (XP-B, 
XP-D, XP-A, XP-G et XP-F) (Feltes & Bonatto, 2015). Le dernier groupe (XP-V) est 
défectueux au niveau de l'ADN polymérase η (Polη), de la famille des polymérases 
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translésionnelles Y, qui synthétisent l’ADN à l’opposé d’une lésion (Lagerwerf, Vrouwe, 
Overmeer, Fousteri, & Mullenders, 2011). La XP se caractérise par une hypersensibilité 
aux UV associée à de nombreuses anomalies de la peau (vieillissement de la peau, 
hyperpigmentation et taches de rousseur) et une très forte prédisposition au 
développement des cancers de la peau, y compris les carcinomes et les mélanomes 
malins, avec respectivement une fréquence de 10 000 à 20 000 fois supérieure à la 
population générale  (DiGiovanna & Kraemer, 2012). Outre les anomalies de la peau, une 
proportion des patients XP (20% à 30%) ont des anomalies neurologiques (Bradford et 
al., 2011) qui provoquent une surdité neurosensorielle, une ataxie, une microcéphalie ou 
une déficience intellectuelle (Hosseini, Ezzedine, Taieb, & Rezvani, 2015). Les patients 
du groupe XP-C et XP-E sont les seuls qui ne présentent aucune forme d’anomalies 
neurologiques, mais ils ont une forte prédisposition au développement des cancers de la 
peau. Le groupe XP-A est le plus fréquent après le groupe XP-C (Soufir et al., 2010), et 
les patients XP-A présentent les symptômes les plus sévères en combinant cancer de la 
peau et haut risque de dégénérescence neurologique. Les patients XP-B et XP-D sont peu 
nombreux, mais ils ont des anomalies neurologiques très graves. 
Le syndrome de cockayne   
Les caractéristiques cliniques du CS n’ont pas grand-chose en commun avec XP 
(Tableau 2).  Les patients CS ont de nombreux défauts de développement, y compris un 
grave retard physique et mental, une microcéphalie et de la rétinopathie pigmentaire 
(Gitiaux et al., 2015). La sensibilité aux UV se manifeste par une sévère éruption cutanée, 
mais sans développement de cancers de la peau, comme c’est le cas chez les patients XP. 
En général, les caractéristiques cliniques apparaissent dans les premières années de la vie, 
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mais dans les cas les plus graves, ces symptômes se manifestent à la naissance (Laugel, 
2013). Le CS est cliniquement hétérogène. Le test de diagnostic cellulaire chez les 
patients CS révèle un échec de la synthèse d’ARN après irradiation aux UV(Mayne & 
Lehmann, 1982). Deux gènes majeurs CSB et CSA sont responsables de la maladie 
(Laugel et al., 2010).  
Le syndrome de sensibilité aux UV (UVSS) 
 Le syndrome de sensibilité aux UV (UVSS) est caractérisé par une légère 
photosensibilité dans les zones de la peau exposées au soleil, avec des taches de rousseur 
et de la télangiectasie (Tableau 2). En fait, contrairement aux patients XP, les individus 
UVSS manifestent seulement une hypersensibilité aux UV sans aucune anomalie 
neurologique et sans aucune prédisposition au cancer de la peau (Nouspikel, 2009).  Le 
UVSS comprend trois groupes de complémentation définis par des mutations spécifiques 
dans les gènes UVSSA, CSA et CSB (Schwertman, Vermeulen, & Marteijn, 2013).  
Ainsi, une importante question reste posée: comment des défauts dans la même voie TC-
NER et des mutations dans les mêmes gènes conduisent-ils à des pathologies  (UVSS/CS) 
différentes ?  
La trichothiodystrophie 
Le syndrome humain de Trichothiodystrophie (TTD) est un trouble autosomique 
récessif très rare qui se caractérise par une faible teneur en protéines riches en soufre dans 
les cheveux et les ongles (Stefanini et al., 2010). Le terme grec Trichothiodystrophie 
(tricho-thio-dys-trophe :cheveux-soufre-défectueux-alimentation) a été utilisé pour 
décrire ce groupe de patients dont les cheveux et les ongles cassants ont une faible teneur 
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en soufre (Stefanini et al., 2010). Les manifestations et la gravité des symptômes 
cliniques observés chez les patients TTD sont très variables et affichent un large spectre 
de phénotypes, y compris une photosensibilité, des ongles et des cheveux cassants, une 
déficience intellectuelle et une diminution de la fertilité avec une petite taille (Faghri, 
Tamura, Kraemer, & Digiovanna, 2008). Comme pour le CS, les patients atteints de 
trichothiodystrophie ont une sensibilité accrue aux ultraviolets, mais ne montrent ni 
malignité ni augmentation de la pigmentation (Shabbir, 2015). Les dysfonctionnements  
neurologiques chez ces patients semblent provenir des altérations dans le développement 
et la maturation du système nerveux et non pas des dommages d’un système déjà formé 
(Kraemer et al., 2007). Jusqu'ici, trois gènes responsables du phénotype TTD ont été 
identifiés : XPB, XPD et TTDA. Des mutations dans les sous-unités XPB et XPD du 
complexe TFIIH induisent un large spectre de symptômes cliniques, y compris XP, CS et 
TTD (Tableau 2); alors que des mutations dans la sous-unité TTDA ne sont associées 
qu’à des symptômes TTD (Theil, Hoeijmakers, & Vermeulen, 2014). 
Les syndromes combinés  
Une évaluation minutieuse et précise des caractéristiques cliniques de chaque 
syndrome a conduit à l'identification de sous-ensembles de patients chez lesquels les 
caractéristiques  de XP / CS sont combinées (Hosseini et al., 2015). En fait, des mutations 
dans certains facteurs de la NER conduisent à la combinaison de troubles caractéristiques 
de deux syndromes distincts. Par exemple, des mutations dans le gène XPD sont 
impliqués dans XP ou TTD ainsi que dans les syndromes combinés, y compris XP / CS. 
De même, des mutations dans XPB, XPG et CSB peuvent entraîner des caractéristiques 
combinées de XP et CS (XP /CS) (DiGiovanna & Kraemer, 2012). 
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Problématique de recherche  
 
Des mutations dans les gènes impliqués dans la NER génèrent des phénotypes qui 
vont du développement normal avec forte prédisposition au cancer à des défauts associés 
aux anomalies de développement neurologique. Cette hétérogénéité phénotypique est 
difficile à expliquer, néanmoins des études ont montré que l’existence de défauts dans la 
GG-NER provoquaient une accumulation de lésions dans l'ensemble du génome. Ces 
lésions sont prises en charge par les ADN polymérases translésionnelles, elles-mêmes 
sujettes à erreur. Donc, la dérivation des lésions par synthèse translésionelle favorise la 
survie cellulaire et augmente la mutagenèse, d’où une prédisposition au cancer plus 
élevée. C’est précisément ce qui est observé chez les patients atteints de xérodermie 
pigmentaire groupe C (XP-C) et XP-E avec défauts de la GG-NER. Les patients atteints 
de ce syndrome ne sont que légèrement sensibles aux rayons UV, mais ils possèdent la 
plus forte incidence de cancer comparativement aux autres groupes de complémentation. 
Leur susceptibilité de développer un cancer de la peau est augmentée de plus de 1000 fois 
(DiGiovanna & Kraemer, 2012). Mais comment expliquer la complexité des phénotypes 
de CS et TTD? Initialement considéré comme un défaut dans la TC-NER. Les 
caractéristiques cliniques des patients atteints de CS sont très sévères et ne peuvent 
s’expliquer uniquement que par un défaut de la TC-NER comme chez les patients XP 
(excepté les groupes XP-C et XP-E) qui sont également déficients en TC-NER, mais qui 
ne présentent pourtant pas les symptômes typiques de CS. Dans cette optique, des études 
ont démontré une altération de la transcription dans les cellules CS après les dommages à 
l'ADN. En effet, CSB peut interagir et former un complexe avec l`ARN Pol II, ce qui 
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stimule l`élongation de la transcription in vitro (Aamann, Muftuoglu, Bohr, & Stevnsner, 
2013). Indiquant que, au-delà de son rôle dans la réparation de l'ADN, CSB joue un rôle 
dans la transcription. De plus, les cellules déficientes en CSB présentent des défauts dans 
la transcription et, la transcription est nettement réduite dans les cellules de patients 
atteints de CS (Velez-Cruz & Egly, 2013). La médiation de la transcription par CSB ne se 
limite pas à l`ARN Pol II, mais il a également été montré que CSB joue un rôle dans la 
transcription des gènes de l`ARNr par l`ARN Pol I. CSB se localise au niveau des sites 
de  transcription de l'ADNr est fait partie d'un complexe protéique qui contient Pol I, 
TFIIH, et les facteurs d'initiation de transcription. Des mutations dans CSB perturbent le 
complexe Pol I / TFIIH / CSB et réduisent la synthèse de l'ARNr in vivo (Yuan, Feng, 
Imhof, Grummt, & Zhou, 2007). Un défaut dans la transcription a donc été suggéré pour 
expliquer les symptômes CS (Velez-Cruz & Egly, 2013). De toute évidence, un défaut 
dans la transcription compromet la fonction des cellules, induit la mort cellulaire 
prématurée et, par conséquent, accélère le vieillissement (Ljungman & Lane, 2004). Cet 
aspect explicite l’apparition du phénotype associé aux troubles neurologiques chez les 
patients CS. Par ailleurs, les patients XP ayant des défauts dans les gènes XPB, XPD et 
XPG souffrent d'un phénotype combiné XP / CS (Kraemer et al., 2007). En accord avec 
la connexion des symptômes du CS à un défaut dans la transcription, les deux hélicases 
XPB et XPD sont des sous-unités du facteur de transcription et de réparation TFIIH 
(Compe & Egly, 2012). XPG fait partie du complexe TFIIH et joue un rôle dans le 
maintien de sa stabilité  (Ito et al., 2007). En plus, XPG interagit avec CSB et contribue à 
son rôle dans la transcription (Bradsher et al., 2002).  
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En ce qui concerne le syndrome de trichothiodystrophie, un lien entre TTD et la 
transcription a été établi. En effet, l’analyse des cellules provenant de patients atteints de 
TTD a montré un faible taux en TFIIH, donc un faible taux de transcription (Botta et al., 
2002). Il a été suggéré que les gènes qui sont exprimés à des niveaux très élevés 
dépendent essentiellement d’un TFIIH stable dans les cellules différenciées (Viprakasit et 
al., 2001). Les cheveux cassants, une anomalie caractéristique des patients TTD, peut 
donc s’expliquer par une quantité insuffisante de TFIIH dans les kératinocytes, qui induit 
une réduction de l'expression des protéines riches en cystéine. 
Cependant, comment différentes ou des mutations dans les mêmes gènes 
conduisent-elles à des pathologies différentes (UVSS/CS et TTD/XP) ? Cette question 
demeure énigmatique. 
Pour résumer, on peut dire que des défauts dans la GG-NER prédisposent au 
cancer, et des défauts dans la transcription prédisposent au vieillissement prématuré ainsi 
qu’à des troubles neurologiques. L'équilibre entre GG-NER et TC-NER est donc crucial 
pour la protection contre ces pathologies. Un déficit en TC-NER provoque un stress 
atranscriptionnel au niveau des cellules, entrainant à la fois une accélération du 
vieillissement, une neurodégénérescence et une forte protection contre le cancer. 
Cependant, lors d’une déficience de la GG-NER, la TC-NER reste fonctionnelle et 
favorise la survie des cellules; le vieillissement est retardé au détriment de l'accumulation 
des lésions de l'ADN qui se traduit par une mutagenèse qui entraine une augmentation du 
risque de cancer. Ceci est valable pour toutes les protéines de la NER du fait de leur rôle 
potentiel dans la transcription, excepté la protéine XPA.  
34 
 
Le groupe des patients XP-A est le deuxième groupe XP le plus fréquent. Il se 
caractérise par la forme la plus sévère qui combine cancer de la peau et haut risque de 
dégénérescence neurologique. Cependant, aucune explication des symptômes 
neurologiques  chez les patients XP-A n’a encore été proposée. 
          XPA est une protéine de liaison à l'ADN. Après la reconnaissance de la lésion et 
l’ouverture de la double hélice, elle forme un complexe avec la protéine de réplication A1 
(RPA1) pour servir de plate-forme aux endonucléases XPF et XPG dans la NER 
(Tsodikov et al., 2007).  XPA interagit avec DDB2 (Wakasugi et al., 2009), cette 
interaction permet le recrutement de XPA aux sites endommagés in vivo. Elle est aussi 
nécessaire pour stimulateur l` excision des CPD in vitro (Wakasugi et al., 2009). Une 
interaction entre XPA et PCNA est essentiel pour la réparation par excision de 
nucléotides (Gilljam, Muller, Liabakk, & Otterlei, 2012). En effet, une altération de cette 
interaction conduit à une réduction de la croissance cellulaire,  une augmentation de 
l`arrêt en phase S et une diminution de l'efficacité de la NER (Gilljam et al., 2012). 
CEP164 est une protéine centrosomale impliquée dans la réponse aux dommages à 
l'ADN. CEP164 est recrutée au niveau des photoproduits via son interaction avec XPA. 
Cette interaction permet la phosphorylation de CEP164 par ATR, et conduit à 
l'accumulation de Chk1 (Pan & Lee, 2009). L`interaction CEP164-XPA est critique pour 
la sensibilité aux UV (Pan & Lee, 2009). 
XPA est la cible des modifications post-traductionnelles telles que la 
désacétylation par la NAD-dépendante acétyl-transférase 1 sirtuines (SIRT1) (Fan & 
Luo, 2010). Des études in vitro ont montré que XPA peut être acétylée au niveau de la  
Lys63 et Lys67 par SIRT1 dès les premiers stades d’un dommage à l’ADN induit par 
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UV. Ce processus qui diminue avec le temps provoque une augmentation de l'expression 
de SIRT1. En outre, XPA acétylée peut inhiber l'interaction XPA-RPA, régulant ainsi 
négativement la NER (Fan & Luo, 2010). Globalement, la désacétylation de XPA est 
nécessaire pour promouvoir la réparation de l'ADN.  
Pour l`activation de la NER,  ATR doit phosphoryler  XPA au niveau de la serine 
196 (Wu, Shell, Yang, & Zou, 2006). Après irradiation aux UV, XPA interagit 
physiquement avec ATR dans le noyau, pour activer la NER et promouvoir la résistance 
aux UV (Wu et al., 2006). La mutation (Ser 196 Ala) qui altère la phosphorylation de 
XPA par ATR provoque une sensibilité accrue aux UV. La phosphorylation d`XPA par 
ATR, augmente la stabilité de XPA en inhibant son ubiquitination par HERC2, qui 
conduit à sa dégradation (Lee, Park, Leem, & Kang, 2014). 
Bien que la protéine XPA soit principalement impliquée dans la NER, quelques 
études ont suggéré qu’elle pourrait avoir des fonctions supplémentaires en dehors de la 
NER telles que : la réparation des dommages oxydatifs de l'ADN, du fait de   
l’augmentation des niveaux de ROS dans les cellules XP-1 des nématodes et les cellules 
Xpa -/- des souris (Arczewska et al., 2013). Ainsi, l’oxydation des nucléotides a été 
observée dans le cerveau des patients XP-A (Berra et al., 2013; Hayashi, Araki, 
Kohyama, Shioda, & Fukatsu, 2005). D’autre part, XPA pourrait être impliquée dans 
d'autres processus cellulaires, puisque les cellules déficientes en XPA révèlent des 
niveaux faibles en acide rétinoïque. Le traitement de ces cellules avec de l'acide 
rétinoïque diminue la sensibilité aux UV à travers un mécanisme inconnu (Ding et al., 
2001). D’autre part, XPA est soupçonnée être un facteur de transcription recruté par les 
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promoteurs des gènes, même en l'absence de dommages. Cependant, aucun défaut de 
transcription n`a été observé chez les patients XP-A  (Le May et al., 2010).  
Par ailleurs, les patients XP-A présentent un dysfonctionnement mitochondrial  
(Fang et al., 2014). Or, les mitochondries ``centrales énergétique`` sont impliquées dans 
une multitude de réseaux métaboliques, et jouent un rôle important dans le maintien de la 
vie cellulaire(Green, Galluzzi, & Kroemer, 2011). Les neurones sont particulièrement 
vulnérables aux altérations mitochondriales en raison de leurs besoins énergétiques. Par 
conséquent, un dysfonctionnement mitochondrial peut être à la base de nombreuses 
maladies neurodégénératives (Aamann et al., 2010). Les Altérations mitochondriales 
représentent donc une explication plausible aux phénotypes neurologiques observés chez 
les patients XP-A. 
Avec toutes ces suggestions,les mécanismes moléculaires qui induisent les 
symptômes neurologiques observés chez les patients XP-A ne sont toujours pas clairs. De 
ce fait, nous émettons l’hypothèse qui suit: 
 
Hypothèse et objectifs  
 
 
Les symptômes neurologiques et les phénomènes observés dans les cellules des 
patients XP-A nous laissent  suggérer qu’en dehors de son rôle dans la NER, la protéine 
XPA assure d’autres fonctions dans d’autres processus cellulaires en interagissant avec 
des partenaires protéiques différents de ceux qui sont déjà connus. 
Pour vérifier cette hypothèse, nous avons : 
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 Identifié les partenaires protéiques de XPA, en présence et en absence de 
dommages à l’ADN, en utilisant une purification en tandem d’affinité couplée à 
une LC-MS/MS; 
 validé l`interaction de XPA avec les nouveaux partenaires protéiques; 
 mesuré l’efficacité de la réparation par excision des nucléotides en fonction du 
cycle cellulaire, après diminution de l’expression des nouveaux partenaires de 
XPA; 
 déterminé l’effet des nouveaux partenaires protéiques de XPA sur la survie 
















Matériel et Méthodes 
 
Culture cellulaire 
Les cellules HeLa-S ainsi que les Phoenix nous ont été gracieusement donnés 
respectivement par les Dr Affar El Bachir (Université de Montréal) et Dr Frédérick 
Antoine Mallette (Université de Montréal). Ces cellules ont été maintenues dans du 
DMEM (Dulbecco’s modified Eagle’s medium) (Invitrogen),  supplémenté avec 10 % de 
serum foetal bovin (FBS) (Gibco® | Life Technologies), 4mM  L-glutamine (Gibco® | 
Life Technologies) et 1 % de streptomycine-pénicilline (Invitrogen). 
Les cellules primaires des fibroblastes pulmonaires humains (LL) ont été fournies 
par l’institut  Coriell.  Les cellules LL ont été cultivés dans du EMEM (Eagle’s Minimum 
Essential Medium) (Wisent), supplémenté avec 15% FBS (Gibco® | Life Technologies), 
des acides aminés essentiels et non essentiels (Gibco® | Life Technologies), 4mM  L-
glutamine (Gibco® | Life Technologies), 0,5 % de pénicilline-streptomycine (Gibco® | 
Life Technologies) et 1% de vitamines (Gibco® | Life Technologies). 
Toutes ces lignées cellulaires ont été maintenues en culture dans des incubateurs à 
37°C sous une atmosphère contenant 5% de CO2. 
Construction des plasmides exprimant XPA-Flag-HA  
Le clonage a été réalisé selon la technique Gateway® (Invitrogen/Life 
Technologies) , une méthode universelle de clonage qui tire parti des propriétés de 
recombinaison du bactériophage lambda (Landy, 1989) et représente un moyen rapide et 
très efficace pour le clonage des gènes dans plusieurs systèmes de vecteurs. 
39 
 
Pour cloner notre gène d'intérêt (XPA) selon la technologie Gateway®, la 
stratégie consistait à amplifier par RT-PCR l’ADNc de XPA à partir des ARNm totaux 
extraits des cellules LL en incluant une séquence (CACC) dans l'extrémité 3' de l'amorce 







 Le vecteur de clonage pENTR/D-TOPO ®  (Invitrogen /Life Technologies) est 
fourni sous une forme ouverte avec la séquence (GTGG) à son extrémité 5' (Figure 3a).  
De cette manière, le produit de la PCR s`apparie directement au vecteur de clonage par 
homologie de séquence. Ultérieurement, l’ADNc de XPA sera recombiné dans un vecteur 
d’expression MSCV-Flag-HA (Addgene). Ce plasmide est un vecteur retroviral avec un 
promoteur LTR qui permet l’expression des protéines recombinantes dans les cellules des 
mammifères. MSCV-Flag-HA se compose d’une cassette de résistance à la puromycine, 
un site de clonage multiple ainsi qu’une région codante de l’étiquette Flag et HA en N –
terminal (Figure 3b). C’est un vecteur de destination Gateway ®. La recombinaison par la 
technologie Gateway® consiste à recombiner respectivement les sites allL1, attL2 qui 
délimitent l’ADNc de la protéine recombinante au niveau du vecteur pENTR/D-TOPO ®  
et les séquences attR1 et attR2 au niveau du MSCV (Figure3) via une recombinase 






Figure 3 : Diagrammes des vecteurs pENTR/D-TOPO (a), et MSCV-Flag-HA (b). 
 
 
Création de lignées cellulaires stables exprimant XPA-Flag-HA 
La création des HeLa-S exprimant de manière stable XPA, doublement marquée à 
Flag et HA, a été réalisée par infection rétrovirale de la manière suivante:  
La veille de la transféction avec MSCV-XPA Flag-HA, les souches productrices des 
virus Phoenix sont ensemencées à 2.106 cellules dans des pétries 100mm. Le lendemain, 
le milieu de culture est aspiré et remplacé par 4 mL d’un milieu sans antibiotiques auquel 
est ajouté 1mL du mélange d’Opti- MEM (Invitrogen) contenant 20 μL de lipofectamine 
2000 (Invitrogen) et 10μg de plasmide MSCV-XPA-Flag-HA. Huit heures après, les 
cellules sont lavées avec du PBS, puis mises dans 10mL de milieu complet.  48h après la 
transféction, le milieu des Phoenix est récolté et filtré à l’aide  d’une  membrane PVDF à 
0,45µm. 5 mL du milieu filtré contenant les virus exprimant la protéine recombinante et 8 
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μg/mL de polybrène (SIGMA-ALDRICH) sont ajoutés à 3.106 de HeLa-S sur des pétries 
100mm.  Aprés 24h d’incubation, le milieu contenant les virus est remplacé par un milieu 
frais composé de 2μg/mL de puromycine (Invitrogene /Life Technologies) afin de 
sélectionner des lignées stables.  
À partir de cette population hétérogène, des clones individuels sont produits sur 
une plaque de 96 puits et cultivés pendant 2 semaines. 20 clones ont été sélectionnés. 
Chaque clone a ensuite été analysé par immunobuvardage afin d'isoler ceux qui 
expriment la protéine recombinante au même niveau que la protéine endogène.  
Immunobuvardage  
L’expression de XPA-Flag-HA a été vérifiée par immunobuvardage. Les cellules 
sont d'abord remises en suspension dans du tampon de lyse RIPA contenant (500mM Tris 
pH8, 150mM NaCl, 0.5% Sodium Deoxycholate, 1%Triton X100, 0.1% SDS) en 
présence de 1 % du cocktail des inhibiteurs de protéases  (SIGMA-ALDRICH), 100 mM 
NaF, 0,5 mM sodium orthovanadate, 1 mM PMSF et 1 mM de β-glycérol phosphate pour 
inhiber l’activité des protéases et des phosphatases. Après 15min d’incubation sur glace, 
l’extrait est soniqué puis centrifugé à 3000 rpm durant 2 min; et le surnageant est 
récupéré. Les protéines sont dosées à l’aide d’un kit BCA (Pierce) et d’un lecteur de 
microplaques Biotek Elx808. Par la suite, elles sont séparées par électrophorèse sur gel 
de polyacrylamide, puis transférées sur une membrane de difluorure de polyvinylidène 
(PVDF) (BIO RAD). La membrane est bloquée avec une solution contenant du TBST 
avec 5% de BSA afin d’empêcher toute liaison non spécifique des anticorps sur la surface 
de la membrane. L’anticorps pour XPA est (Abnova, H00007507-D01P, lapin, dilué à 
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1 :1000), l’anticorps pour HA est (Cell Signaling,#3724, lapin, 1 :1000) et l’anticorps 
pour YY1est (Santa Cruz Biotechnology, sc-281, lapin, 1 :1000).  
  La membrane a été révélée par chimioluminescence, puis analysée avec un appareil 
Fujifilm LAS-4000.  
Les anticorps 
 Les anticorps primaires utilisés sont :  
MRE11(SantaCruz Biotechnology, sc-5859, chèvre, 1 :1000), Rad50 (SantaCruz 
Biotechnology, sc-56209, souris, 1 :1000), NBS1 (Gene Tex, GTX30125, lapin, 1:1000), 
SMC1 (Bethyl, A300-055A, lapin, 1:1000), SMC3 (Bethyl, A302-068A, lapin, 1:1000), 
WAPL(abcam, ab109537, lapin, 1 :1000), Rad21 (Cell Signaling, #4321, lapin, 1:1000), 
XPF (abcam, ab84540, lapin, 1 :1000), Chk1 (Cell Signaling, #9931,  souris, 1:500 ), 
GAPDH (Millipore, mab374, souris, 1 :2000), ɣH2AX (Millipore, 05-636, souris, 
1 :1000). 
 Les anticorps secondaires utilisés sont : 
Un anti lapin (Santa Cruz Biotechnology, 1/2000), un anti souris (SantaCruz 
Biotechnology,1/2000), puis un anti chèvre  (Santa Cruz Biotechnology,  1/2000 ). 
Immunofluorescence 
Les HeLa-S-XPA-Flag-HA sont ensemencées à environ 600.000 cellules sur des 
lamelles dans des plaques de 6 puits, puis fixées avec du formaldehyde à 3% (SIGMA- 
ALDRICH) pendant 20 minutes à température pièce. Les cellules sont ensuite lavées 
deux fois au PBS, puis perméabilisées avec un tampon contenant du PBS à 0.5%  de NP-
40 (SIGMA-ALDRICH) et 1mM de sodium azide (SIGMA-ALDRICH) pendant 30 
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minutes. Une fois la perméabilisation terminée, les cellules sont lavées au PBS puis 
bloquées avec une solution de PBS contenant 0,1 % de NP-40 (SIGMA-ALDRICH)  et 
10 % de FBS (Gibco® | Life Technologies)  pendant 1h à 4°C. XPA-Flag-HA est ensuite 
marquée par l'anticorps anti-HA (cell signaling, #3724, lapin, 1 :500), puis par un 
anticrorps secondaire anti-lapin conjugué au colorant fluorescent Alexa-fluor 647 
(Invitrogen, 1 :1000). Les noyaux ont été marqués au 4,6-diamidino-2-phenylindole 
(DAPI) (Invitrogen, 1 :1000). Les images ont été prises par un microscope Leica DMRE 
avec un objectif HCX PL APO 63 et une caméra Retiga EX (Qimaging). Finalement, 
l'analyse a été réalisée par le programme ImageJ.  
Purification des complexes protéiques par la méthode TAP 
Les clones qui expriment la protéine de fusion sont cultivés pour atteindre un total 
de 7x109 cellules. Ces cellules sont récuperées par centrifugation pendant 15min à 3000 
rpm à 4°C. Le culot est lavé avec du PBS froid. L’extraction des protéines nucléaires est 
effectuée à l’aide d’un homogénéisateur Dounce dans un tampon hypotonique (10 mM 
Tris pH 7.3, 10 mM KCl, 1,5 mM MgCl2, 25mM NaF,10 mM β glycerole phosphate,10 
mM de PMSF). Après 20 cycles de compression, l’homogénat est centrifugé pendant 15 
min à 4000rpm. Le surnageant subit une extraction saline à l’aide d’une solution 
constituée de (10mM Tris pH 7.3, 0.2mM EDTA, 0.3M KCl, 25% Glycerol 100%, 
10mM PMSF) afin de récupérer les proteines nucléaires solubles. 
L’extrait est ensuite ultracentrifugé à 4°C à une vitesse de 14 000 rpm pendant 1 h 
Le surnageant est dialysé durant 5h à 4°C dans un tampon de dialyse constitué de  (10 
mM Tris pH 7.3, 0.1 mM EDTA, 10% glycerol, 50mM Kcl, 10mM PMSF) afin 
d’éliminer l’éxcès de sel. L’extrait nucléaire est ainsi récupéré et une autre centrifugation 
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à 4°C pendant 1h à 14 000 rpm est réalisée pour éliminer la chromatine.Une fois 
débarassé de la chhromatine, l’extrait nucléaire est ensuite incubé avec les billes IgG Flag 
(SIGMA-ALDRICH) pendant la nuit à 4°C avec agitation. Les billes sont ensuite 
récupérées, puis lavées 5 fois avec un tampon constitué de (50mM Tris HCl pH 7.3, 10% 
Glycérol, 100mM KCl, 5mM MgCl2, 0.2mM EDTA, 0.1% NP40). 
Les protéines appâts sont éluées par transfert des billes sur une colonne de 
chromatographie Bio-spin (Bio-Rad) dans un tampon constitué de (200mM Tris HCl pH 
7.9, 10% Glycerol, 100mM Kcl, 5mM MgCl2, 0.2mM EDTA, 0.1% NP40,et 0.2mg/mL 
de peptides Flag (SIGMA-ALDRICH). L’éluât est récupéré et mis en présence de billes 
HA (SIGMA-ALDRICH) qui sont incubées pendant ? La nuit à 4°C avec agitation. Et 
comme pour les billes Flag, les billes HA sont lavées 5 fois et une  deuxième élution est 
réalisée avec des peptides HA.  
L'éluât obtenu est traité avec 30% de TCA (Invitrogene /Life Technologies) pour 
précipiter les protéines qui sont ensuite chargées sur un gel à gradient NuPAGE 4-12% 
Bis-Tris 1.0 mm (Invitrogen) et séparées par électrophorèse. Le gel est coloré au 
SyproRuby, puis découpé en 10 bandes. L’identification des protéines dans chaque bande 
est réalisée par la plateforme de spéctrométrie de masse et protéomique du Harvard 
Medical School (Taplin).  
La co-immunoprécipitation 
   Environ 3x107  HeLa-S sont lysées sur glace pendant 20 min dans un tampon 
constitué de (50 mM Tris-HCl pH 7.4, 150 mM NaCl, 0,5% NP-40, 1mM EDTA) en 
présence de 1mM PMSF, 1mM NaF, 1mM β Glycerol phosphate et 1 :100 de cocktail  
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d’inhibiteurs de protéase (SIGMA-ALDRICH). Après lyse, les cellules sont centrifugées  
pendant 20 min à 14.000 rpm à 4°C afin de récuperer les extraits protéiques. Ces derniers 
sont incubés avec les billes Flag (SIGMA-ALDRICH) pendant 6 heures à 4°C avec 
agitation. Les billes sont par la suite précipitées par centrifugation à 1500 rpm pendant 2 
minutes. Le culot est lavé cinq fois avec un tampon (25 mM Tris-HCl pH 7,4 100 mM 
NaCl 0,5% NP-40 plus les imhibiteurs de protéase). Finalement,les protéines sont 
décrochées des billes par élution thermique à 100°C pendant 5 minutes dans le  tampon 
de chargement 2X. 
Déplétion des protéines par les petits ARN d`interférence 
Pour diminuer l'expression des protéines, des siARN SmartPools (Dharmacon) 
ont été transfectés dans des cellules HeLa de la manière suivante : 
La veille de la transféction, 2.106 HeLa sont ensemencées dans un pétrie de 100mm. Le 
lendemain, les cellules sont incubées pendant 1h avec 4mL de milieu sans antibiotiques. 
En même temps, un mélange de 1mL d`opti-MEM (Invitrogen), avec 12,5 µL de 
lipofectamine2000 (Invitrogen) et 10µL de siRNA est préparé et incubé pendant 1h à 
température pièce. Après 1h d’incubation, ce mélange est ajouté aux cellules et le tout est 
incubé à 37°C durant 5 à 7h. Une deuxième transféction est réalisée 24h après afin de 
maximiser la diminution de l’expression des protéines. 
Traitement aux agents mutagènes  
Irradiation aux UV  
Pour la mesure de l’efficacité de la NER, 24h avant l’irradiation, 750.000 cellules 
sont ensemencées dans des pétris de 60mm. Le lendemain, elles sont rincées au PBS, puis 
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irradiées dans du PBS aussi, car le rouge phénol contenu dans le milieu de culture 
absorbe les UV. Les cellules sont ensuite exposées à une dose de 25J/ m2 de 254-nm 
d`UVC à une fluence de 1J/m2/s à l’aide d’une lampe germicide Philips G25T8. Une fois 
l’irradiation terminée, un milieu frais est remis. 
Pour mesurer la survie clonogénique, 1500 cellules sont ensemencées 7h avant 
l’irradiation afin de les fixer. Une fois fixées, elles sont irradiées à 7,5J d`UVC à une 
fluence de 1J/m2/s à l’aide d’une lampe germicide Philips G25T8. 
Traitement aux radiations Gamma 
Les HeLa sont traitées avec une dose de 7,5Gy de rayonnement ɣ au Gammacell 
Ellan 300. Elles  sont par la suite lavées avec du PBS 1X,  puis remises à 37°C. 
Traitement au CDDP 
Une solution stock de CDDP est préparée en dissolvant le CDDP (LKT 
Laboratories, # C3374) dans une solution saline à 0.9% NaCl.  Les HeLa sont  traitées 
avec 6µg/mL de CDDP pendant 1h à 37°C et sont ensuite lavées avec 1X PBS, puis 
additionnées de milieu frais. 
Test de survie cellulaire 
           Sept heures avant le début de l’expérience, 1500 cellules HeLa sont ensemencées 
dans des pétris 100mm. Une fois fixées, ces cellules sont traitées avec des agents 
mutagènes (UV, IR et CDDP) tel qu’expliqué plus haut. Après 2 à 3 semaines de culture 
à 37°C, les colonies présentes sur les pétries sont fixées et colorées pendant 5min avec 
0.5% de bleu méthylène (Sigma) dans 50% de méthanol, puis rincées avec de l’eau. La 
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survie est considérée comme étant le pourcentage de survie clonogénique par rapport aux 
cellules contrôles non traitées. 
Essai de réparation des 6-4PP en fonction du cycle cellulaire 
Une fois irradiées, les HeLa sont lavées au PBS puis réincubées à 37°C dans un 
milieu de culture complet pour le temps correspondant. Les cellules sont ensuite  
trypsinisées, centrifugées, resuspendues  dans 1mL de PBS et 3 mL d’éthanol anhydre 
puis gardées à -20°C pendant au moins 12h pour se fixer. Une fois fixées, elles sont 
perméabilisées par la suspension dans une solution acide constituée de 0.5% triton X-100 
(Sigma) à laquelle est ajouté 0.2N d’acide chlorhydrique (Fisher Scientific) pendant 10 
min à température ambiante.  Après centrifugation et rinçage au PBS, les cellules sont 
resuspendues dans du PBS contenant 100ug/mL d’ARNase A (Invitrogen) pendant 45 
minutes à 37°C. Elles sont par la suite marquées avec l’anticorps murin anti-6-4PP 
(Kamiya Biomedical, 1 :1000) durant 1.5h à température ambiante, puis avec l’anticorps 
secondaire anti-murin couplé à la fluorescence (FITC) (Sigma,1 :200) pendant 1h. 
Finalement, le marquage de l’ADN cellulaire est fait à l’iodure de propidium (PI) par 
suspension des cellules dans une solution de PBS contenant 5mg/mL de PI (Invitrogen); 
le tout est incubé pendant 15 à 30min.  
Le taux des 6-4PP dans chaque cellule est déterminé par la cytométrie en flux, en 
utilisant soit le FACScan ou bien le FACSCalibur (BD) en combinaison avec le logiciel 
FlowJo.Par FlowJo,l’intensité du signal FITC représente la quantié en 6-4PP et la 
proportion en PI permet de distinguer la position de la cellule dans le cycle cellulaire. Le  
taux de réparation des 6-4PP est déterminé comme étant l’intensité de fluorescence 
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obtenue moins l’intensité du bruit de fond, le tout divisé par l’intensité de fluorescence 

























Expression de XPA qui est doublement marquée à Flag et HA dans les HeLa-
S 
  Après avoir cloné XPA dans le vecteur d’expression MSCV-Flag-HA, des lignées 
de HeLa-S exprimant cette protéine de manière stable ont été établies par infection virale. 
Les Hela-S ont été choisies comme système d’expression, car elles se multiplient en 
grand nombre en suspension, et on obtient beaucoup plus facilement un échantillon à 
grande échelle comparativement aux cellules adhérentes. De plus, les Hela-S ont déjà été 
utilisées avec succès pour isoler des complexes protéiques à grande échelle (Gregan et 
al., 2007; Lau et al., 2009). 
L’expression de XPA a été vérifiée par immunobuvardage. Au niveau du contrôle 
negatif, i.e. HeLa-S non transfectées, on voit uniquement une bande à ~ 40 KDa 
correspondant à XPA endogène, avec absence d’une bande après son exposition avec 
l`anticorps HA (Figure3). À l’opposé, après leur exposition avec l’anticorps XPA, dans 
chaque clone, on constate la présence de deux bandes représentant XPA endogène et 
XPA-Flag-HA. On voit aussi que le niveau d’expression de XPA recombinante est 
proche du niveau physiologique, et c’est important pour éviter tout effet indésirable lié à 
la surexpression de la protéine.   
De plus, XPA-Flag-HA qui est exprimée dans les cellules HeLa-S a été visualisée 
par immunofluorescence (Figure 4) dans le but de déterminer la fraction des cellules 
exprimant la protéine recombinante dans chaque clone. Il faudrait que la majorité des 
cellules expriment XPA-Flag-HA pour pouvoir réaliser la purification. 
50 
 















Figure 3: Expression de XPA marquée à Flag et HA dans les cellules HeLa-S  
Immunobuvardage montrant le niveau d`expression de XPA-Flag-HA. Les cellules HeLa-S non 
transféctées ont été utilisées comme contrôle. Les échantillons # 1, 2 et 3 représentent les clones qui 






Figure 4 : Détection de XPA-Flag-HA dans les cellules HeLa-S par immuno-
fluorescence. Le noyau est coloré en bleu par le DAPI, XPA-Flag-HA est colorée en vert (FITC). Les 






Traitement des lignées stables au cisplatine 
      Nous nous sommes intéressés à purifier le complexe XPA dans deux conditions 
différentes: (a) dans des cellules non traitées et (b) des cellules exposées à des dommages 
de l'ADN. Comme agent endommageant l'ADN, nous avons choisi le cisplatine (CDDP). 
Tout comme les UV, le CDDP permet la formation d’adduits intracaténaires qui induisent 
une distorsion de l’hélice de l’ADN (helix distorting) et qui sont réparés par la NER. Le 
cisplatine a été choisi à la place des UV pour les raisons techniques suivantes : 
l’irradiation des HeLa-S est très difficile, vu que ces cellules poussent en suspension à 
grande échelle dans des flacons rotatifs (spinners flasks) alors que l’irradiation aux UV 
nécessite que les cellules soient en monocouche. De ce fait, les cellules ont été traitées 
avec un agent mimant l’effet des UV : le CDDP.  
Pour déterminer la dose optimale en CDDP, nous avons évalué le taux de ɣH2AX 
et pChk1, les deux marqueurs majeurs de dommages à l’ADN, après traitement des 
HeLa-S pendant 3h avec différentes concentrations en cisplatine (Figure 5). Les 
complexes protéiques ont été purifiés après traitement avec 100µM de cisplatine, dose 
jugée optimale du fait qu’elle permet une forte induction de ɣH2AX et pChk1. 


















Figure 5 : Induction de γH2AX et pChk1 dans les cellules HeLa-S-XPA-Flag-HA 
après traitement au CDDP. Les cellules HeLa-S-XPA-Flag-HA ont été traitées avec différentes 
concentrations en cisplatine (0, 50, 100, 200 µM) pendant 3h à 37°C et soumis à un immunobuvardage afin 
de vérifier l`induction de ɣH2AX et pChk1. GAPDH est utilisé comme contrôle de chargement. 
 
 
Purification des complexes protéiques de XPA par la méthode en tandem 
d`affinité (TAP) 
La purification en tandem d’affinité a été réalisée à partir des clones 1,2 et 3 
combinés. Le fait de combiner les trois clones ensemble, réduit les conséquences néfastes 
du transgène sur le comportement génétique de la cellule. Car, l`intégration du transgène 
est aléatoire et différente d`un clone à un autre. Les cellules sont par la suite divisées en 
deux groupes : un groupe traité à 100 µM de CDDP et un autre groupe non traité. Les 
échantillons protéiques sont passés sur une colonne d’affinité contenant des billes Flag 
pour assurer la fixation de XPA grâce à son étiquette Flag. Les complexes protéiques 
fixés sont séparés des billes par compétition à l’aide des peptides Flag. L’éluât passe 
ensuite sur une colonne d’affinité HA. L’utilisation de deux colonnes successives permet 
la réduction des interactions non spécifiques. Les protéines obtenues après élution avec le 
peptide HA sont séparées selon leur poids moléculaire sur gel d’électrophorèse en 
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condition dénaturante. Les bandes du gel ont été révélés par une coloration au Sypro 
Ruby qui est conforme avec l’analyse par spectrométrie de masse (Figure 4).  
Par une analyse visuelle du gel, on constate une différence dans le contenu  
protéique des deux complexes (+/- CDDP). Après dommage à l’ADN, plusieurs bandes 
supplémentaires ont été observées dans la région correspondant à des protéines entre 80 
et 150 KDa (Figure 6). Cette constatation est soutenue par le résultat de la spectrométrie 
de masse. En effet, 434 protéines ont été recouvertes dans le complexe de XPA non traité 
contre 870 protéines après traitement. Les deux complexes ont un pourcentage de 
similitude de 46%. Cependant, 51 % des protéines totales (des deux complexes) 
apparaissent uniquement en présence de cisplatine et 3%  sont présentes exclusivement 
en absence de cisplatine. Les protéines des deux complexes sont celles qui sont 
impliquées dans les voies de réparation des dommages à l’ADN, dans la machinerie 
transcriptionelle, la réplication, le remodelage de la chromatine, le cycle cellulaire ainsi 
que le métabolisme. La plupart des partenaires de XPA déjà connus ont été retrouvés 
(Tableau 3). Ce résultat vient confirmer ce qui se trouve dans la littérature. En effet, Il a 
déjà été montré que XPA interagie avec ces partenaire de la NER en l`occurrence  XPC, 
XPG, TFIIH,  XPF, ERCC1 et RPA (Ziani et al., 2014). Et, comme attendu, en situation 
de stress ces interactions sont stimulées (Shell & Zou, 2008). De plus, les dommages à 
l`ADN stimulent l`interaction XPA- PARP1 (King, Cooper, Liu, & Hudson, 2012).  
Étant donné le nombre élevé de protéines identifiées, seulement une trentaine ont 
été sélectionnées à partir des deux complexes pour réaliser un criblage. La plupart ont été 
choisies parce qu’elles ne figurent que dans le complexe XPA après dommage à l’ADN 
(Tableau 4a) et qu’elles sont soupçonnées jouer un rôle dans la NER. D’autres protéines 
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sont choisies en raison de leur petit nombre en peptides qui double et même triple après 
traitement; ce qui laisse suggérer qu’elles régulent la NER (Tableau 4b). Les protéines les 
plus abondantes dans les deux complexes ont également été choisies, parce que la 
présence d’un nombre élevé en peptides présume que ce sont de vrais partenaires de XPA 
(Tableau 4c). Enfin, une protéine présente uniquement en absence de traitement a été 
choisie (Tableau 4d). 












Figure 6 : Purification des partenaires protéiques de XPA en présence et en absence 
de dommage à l’ADN. Les supposés partenaires protéiques de XPA ont été migrés sur gel SDS-








Tableau3 : Les partenaires de XPA déjà connus. Le nombre de peptides dans chaque 
















Tableau 4: Liste des protéines candidates sélectionnées pour le criblage. a)Liste des 
protéines sélectionnées présentes uniquement après dommage à l’ADN. b) les protéines dont le nombre de 
peptides double après traitement au CDDP. c) les protéines présentes dans les deux complexes. D) Protéine 
présente uniquement en absence de CDDP. 
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Criblage par les petits ARN interférents 
Il était important de savoir si les partenaires potentiels de XPA séléctionnés 
régulaient la réparation par excision des nucléotides. Pour investiguer cette possibilité, 
nous avons utilisé une technique développée dans notre laboratoire (Voir matériel et 
méthodes (Auclair, Rouget, Affar el, & Drobetsky, 2008)) basée sur la cytométrie en flux 
et permettant de déterminer le taux des 6-4PP réparés selon les phases du cycle cellulaire. 
Nous avons donc combiné cette approche avec le criblage d’une bibliothèque de petits 
ARN interférents. La bibliothèque est constituée d’un pool de trois siRNA différents 
(pour avoir une bonne déplétion) pour chaque gène codant chaque protéine candidate.  
Le résultat du criblage démontre que 3h après l’irradiation des cellules HeLa à 
25J/m2 d’UVC, aucun défaut dans la NER n’a été observé chez  la majorité des protéines 
déplétées (Figure 7). Du fait que ~ 90%  des 6-4PP sont réparés dans toutes les phases du 
cycle cellulaire, comme pour les cellules transféctées par un siRNA non spécifique. Tout 
de même, on constate qu’une déplétion des protéines RAD21, SMC1, SMC3, WAPL et   
MRE11 induit un léger défaut dans la réparation durant la phase-S où le pourcentage de 
6-4 PP résiduels est 67 ± 12%, 76± 7%, 66 ± 7%, 70 ± 10%  et 65± 2% respectivement 
(Figure 7 b). Par contre, comme prévu (Belanger, Rajotte, & Drobetsky, 2014), un grand 
défaut dans la NER pendant toutes les phases est observé après la déplétion de XPA, et 
uniquement 30 ± 4% des 6-4 PP sont réparés. L’analyse du taux de réparation des 6-4PP 
après diminution de l’expression de XPA a été utilisée comme contrôle afin de  s’assurer 
que notre technique fonctionne correctement chaque fois.  
En nous basant sur le criblage initial, nous avons conclu que les protéines 
sélectionnées ne semblent pas réguler la NER de façon significative, à l’exception de 
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RAD21, SMC1, SMC3, WAPL, et MRE11 qui ont eu un effet modéré sur le processus de 
réparation. Pour confirmer ce résultat, un autre test a été effectué avec les mêmes 














Figure 7 : La réparation des 6-4PP en fonction du cycle cellulaire après déplétion 
des partenaires potentiels de XPA. a) et b) représentent le taux des 6-4PP déterminé à 3h  après 
irradiation à 25J/m2 d’UVC des cellules HeLa transféctées par des siRNA (smart pool) dirigés pour chaque 
protéine sélectionnée. *, p<0.05 associée à un test T de Student à savoir si la quantité des 6-4PP résiduels 
en phase S est significativement différente entre les cellules HeLa transfectées avec un siRNA NT, et celles 
transfectées par des siRNA dirigés pour chaque protéine sélectionnée. **, p<0.01.  
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Effet de la déplétion des partenaires potentiels de XPA sur la survie cellulaire 
Il était important d'étudier la chimiosensibilité et la radiosensibilité des cellules 
après diminution de l’expression des partenaires potentiels de XPA. Pour cela, nous 
avons évalué la survie clonogénique après traitement avec différents agents génotoxiques 
des HeLa sous-exprimant les partenaires potentiels de XPA. Les agents génotoxiques  
choisis sont le CDDP (6mg/mL), les UVC (7,5J) et les radiations ionisantes (4 Gy). Ces 
doses étaient estimées idéales pour la réalisation des tests de survie vu qu’elles 
permettent 15% de survie des HeLa transféctées par un siRNA non spécifique. Ainsi, une 
diminution ou une augmentation de la survie après traitement avec ces  fortes doses sera 
facilement visualisée dans les cellules transféctées par des siRNA dirigés pour chaque 
protéine sélectionnée.  
Le résultat obtenu montre que la majorité des partenaires potentiels de XPA ne 
régulent pas la survie cellulaire après traitement avec cisplatine (Figure 8). Il reste qu’une 
réduction de presque 50% dans le taux de survie a été observée après la déplétion des 
protéines WAPL, JARID, REST et Rad50.  
L’irradiation aux UV n’a pas non plus permis d’observer, comme on s’y attendait, 
une sensibilité après déplétion des protéines SMC1, SMC3, WAPL, Rad21 et MRE11 
pour lesquelles on avait constaté un léger défaut dans la réparation en phase-S.  
Pour ce qui est des radiations ionisantes, la déplétion de SMC1 et SMC3 a permis 
un pourcentage de survie, respectivement de 7 et 8% . Ce résultat était attendu du fait que 
plusieurs études ont démontré l`implication des cohésines dans la recombinaison 
homologue. PRDX1 et PRDX2 induisent une radiosensibilité. Les protéines du complexe 
MRN i.e., MRE11, Rad50 et NBS1 n’induisent pas de sensibilité aux radiations 
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ionisantes (Lamarche, Orazio, & Weitzman, 2010; Williams et al., 2009). Ce résultat 















Figure 8 : La survie clonogénique après traitement au cisplatine des cellules HeLa déplétées des 
partenaires potentiels de XPA. La diminution de l’expression des partenaires potentiels de XPA a été 
réalisée après transféction des cellules HeLa avec des siRNA(smartpool). Par la suite, ces cellules ont été 
traitées avec 6mg/mL de cisplatine pendant 1h à 37°C. Le pourcentage de survie a été calculé après 
incubation des cellules pendant 2 semaines. Le résultat représente la moyenne géométrique des 
pourcentages de survie en triplicata. *, p<0.05 associée à un test T de Student à savoir si le % de survie 
cellulaire est significativement différent entre les cellules HeLa transfectées avec un siRNA NT, et celles 
transfectées par des siRNA dirigés pour chaque protéine sélectionnée. **, p<0.01. 
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Figure 9: La survie clonogénique après irradiation aux UVC des cellules HeLa déplétées des 
partenaires potentiels de XPA. La diminution de l’expression des partenaires potentiels de XPA a été 
réalisée après transféction des cellules HeLa avec des siRNA(smartpool). Par la suite, ces cellules ont été 
irradiées avec 7,5J/m2d`UVC. Le pourcentage de survie a été calculé après incubation des cellules pendant 





















Figure 10 : La survie clonogénique après irradiation à 4Gy de rayons ɣ des cellules HeLa déplétées 
des patenaires potentiels de XPA. La diminution de l`expression des partenaires potentiels de XPA a été 
réalisée après transfection des cellules HeLa avec des siRNA (smartpool). Par la suite, ces cellules ont été 
irradiées avec 4GY de rayons ɣ. Le pourcentage de survie a été calculé après incubation des cellules 
pendant 2 semaines.Le résultat représente la moyenne géométrique des pourcentages de survie en triplicata. 
*, p<0.05 associée à un test T de Student à savoir si le % de survie cellulaire est significativement différent 
entre les cellules Hela transfectées avec un siRNA NT, et celles transfectées par des siRNA dirigés pour 




Le rôle des cohésines et des protéines du complexe MRN dans la NER 
Afin de confirmer le rôle potentiel des protéines SMC1, SMC3, WAPL, RAD21 
et MRE11dans la NER, un autre test de réparation était indispensable. Cette fois-ci, le 
taux des 6-4 PP réparées a été défini après la déplétion des protéines dans des cellules 
plus stables génétiquement ``les cellules primaires du poumon LL`` à 3h et 6h après 
irradiation aux UVC. Afin de voir si une diminution de l’expression de ces protéines 
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allait freiner le processus de réparation ou le rendre déficient; alors que théoriquement à 
6h post UV, tous les 6-4PP sont réparés dans les cellules non déficientes dans la NER.  
Nous avons commencé par effectuer des immunobuvardages pour confirmer 
l’effet des siRNA de SMC1 et SMC3, illustré dans la Figure (11 a, b) par une diminution 
assez importante de l`expression de SMC1et SMC3. Il est important de rappeler qu’une 
déplétion de SMC1 ne réduit pas l’expression de SMC3. Par contre, une déplétion de 
SMC3 permet une réduction de l’expression de SMC1. Le mécanisme par lequel SMC3 
stabilise SMC1 n`est pas connu (Laugsch, Seebach, Schnittler, & Jessberger, 2013). Le 
résultat de la réparation des 6-4PP (Figure 11d) montre clairement que 3h après 
l’irradiation des cellules déplétées en SMC1 et celles déplétées en SMC3, seulement 70% 
des 6-4 PP sont réparés contre 90% dans les cellules transfectées avec un siRNA non 
spécifique. Ce résultat confirme celui du criblage. Cependant, après 6h d’irradiation, la 
totalité des 6-4PP sont réparés dans les cellules déplétées en SMC1, en SMC3 tout 
comme les cellules transfectées avec un siRNA non spécifique. Le même résultat a été 
obtenu dans trois expériences indépendantes. Nous concluons donc que la déplétion des 
protéines SMC1 et SMC3 semble retarder le processus de réparation.  
 Concernant l’expression de Rad21 (Figure 12a), une faible diminution est 
constatée avec une réduction dans la réparation des 6-4PP en phase-S où seulement 68% 
des 6-4PP sont réparés, même après 6h de temps d’irradiation (Figure 12d). Dans la 
figure (Figure 12b) la déplétion de WAL est insuffisante, mais la réparation des 6-4PP 
durant les phases G1 et G2 est totale, alors qu’elle ne l’était pas dans la phase-S après 6h 
de temps. D`après ces résultats, il est possible de penser que Rad21et WAPL jouent un 
rôle dans la régulation de la NER durant la phase-S du cycle cellulaire.  
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Pour ce qui est des protéines du complexe MRN, après une forte déplétion de 
Rad50 (figure 13b), les cellules réparent la totalité des 6-4PP après 3h d’irradiation aux 
UVC (Figure 13e). Le même résultat est observé après 3 expériences indépendantes, ce 
qui nous permet de conclure que Rad50 ne régule pas la NER. Pour MRE11 et NBS1, 
(figure 13c, d), les tests de réparation n’ont pas été réalisés, car il serait impossible de 
tirer une conclusion sur les rôles potentiels de MRE11 et NBS1 dans la NER. En fait, il 
n`était pas possible d’obtenir une diminution significative de l’expression de  ces 
protéines dans les cellules LL (Figure 13 c,d). Pour remédier à ce problème, des cellules 
































Figure 11: Cinétique de réparation des 6-4PP dans les cellules HeLa irradiées à 25J d`UVC après 
déplétion de SMC1 et SMC3. Les figures a),b),c) représentent des immunobuvardages montrant le niveau 
de SMC1, SMC3 et XPA respectivement après déplétion dans les cellules HeLa. d) Le pourcentage des 6-
4PP non réparés à 3h et 6h de temps après irradiation des cellules déplétées de XPA, SMC1 et SMC3, les 
cellules transféctées avec un siNT sont utilisées comme cellules contrôles. *, p<0.05 associée à un test T de 
Student à savoir si la quantité des 6-4PP résiduels est significativement différente entre les cellules HeLa 
transfectées avec un siRNA NT, et celles transfectées par des siRNA dirigés pour chaque protéine 








Figure 12 : Pourcentage des 6-4PP réparés après 3h et 6h de temps d’irradiation des cellules HeLa 
déplétées de WAPL et Rad21.  Les figures a),b), et c) montrent respectivement une diminution de 
l’expression de XPA, WAPL et Rad21 après transfection des cellules HeLa avec des siRNA dirigées contre 
chaque protéine respective. d) le pourcentage des 6-4 PP résiduels a été déterminé dans les cellules 
déplétées de XPA, WAPL et Rad21. *, p<0.05 associée à un test T de Student à savoir si la quantité des 6-
4PP résiduels en phase S est significativement différente entre les cellules HeLa transfectées avec un 
siRNA NT, et celles transfectées par des siRNA dirigés pour chaque protéine sélectionnée après 3h et 6h 




Figure 13 : Taux de réparation des 6-4 PP après irradiation des cellules déplétées de Rad50 avec 
25J/m2d`UVC. Les figures a),b),c) et d) représentent une diminution de l’expression d’ATR, Rad50, 
MRE11 et Nbs1 respectivement dans les cellules HeLa suite à une transfection aux siRNA. e) Le taux de 
réparation des 6-4PP a été déterminé dans les cellules HeLa sous exprimant Rad50 après 3h et 6h de temps 
d’irradiation aux UVC. . **, p< 0.01 associée à un test T de Student à savoir si la quantité des 6-4PP 
résiduels en phase S est significativement différente entre les cellules HeLa transfectées avec un siRNA 










 Validation des nouvelles interactions par immunoprécipitation 
Vu que les protéines SMC1, SMC3, Rad21, WAPL et MRE11 semblent réguler la 
NER, il était essentiel de confirmer leur interaction avec XPA. Pour ce faire, une co-
immunoprécipitation a été réalisée via des billes Flag à partir de l’extrait total des cellules 
HeLa-S exprimant XPA-Flag-HA, en présence et en absence de CDDP.  Après 
précipitation de XPA, le  résultat révèle (Figure 14) que les partenaires déjà connus (RPA 
et XPF) sont présents dans les deux conditions (+/- CDDP). Quant à YY1, il n’est pas un 
partenaire de XPA, mais il a été utilisé comme contrôle pour confirmer l`absence de 
contaminants dans la IP. SMC1, SMC3, Rad21 et WAPL n’ont pas été co-purifiées avec 
XPA (Figure 14a). En ce qui concerne les protéines du complexe MRN, Nbs1 n’a pas été 
coprécipité avec XPA ni en présence ni en absence de cisplatine. À l’opposé, bien que 
MRE11 ait été détecté dans les deux conditions (+/- CDDP) tout comme ce qui a été 
observé dans le complexe à grande échelle; on ne peut pas confirmer l’existence d’une 
interaction directe entre XPA et MRE11. D’autres expériences seront nécessaires pour 
valider cette interaction. De son côté, RAD50 a été retrouvée dans les cellules HeLa-S 
non transfectées et dans les HeLa-S-XPA-Flag-HA (+/-CDDP). RAD50 est probablement 
















Figure 14 : Co-immunoprécipitation des protéines sélectionnées en présence et en absence de 
cisplatine. L`extrait total des cellules HeLa-S-XPA-Flag-HA a été immunoprécipité par des billes Flag. 
Les protéines immunoprécipitées ont été analysées par immunobuvardage. a) Résulat pour le complexe des 









Rappel du projet  
La réparation par excision de nucléotides (NER) est une voie très importante dans 
l’élimination d’une multitude de lésions endommageant l’ADN. Un  dysfonctionnement 
de la NER induit l’apparition de troubles distincts : La xérodermie pigmentaire (XP), le 
syndrome de Cockayne (CS), le syndrome de sensibilité aux UV(UVSS) ainsi que la 
trichothiodystrophie (TTD). Les patients atteints de l’un de ces syndromes souffrent en 
plus de sensibilité aux UV et à une prédisposition au développement du cancer de la 
peau. Ces patients peuvent souffrir et à des degrés divers de neurodégénérescence. La 
diversité des symptômes cliniques observés dans ces syndromes laisse suggérer que, les 
facteurs de la NER sont également importants dans des processus biologiques 
indirectement associés à leur rôle dans la NER. Certaines études prétendent que ces 
facteurs effectuent d’autres fonctions au-delà de leur rôle dans la NER. Ils sont 
soupçonnés jouer un rôle potentiel dans la transcription (Singh, Compe, Le May, & Egly, 
2015), le remodelage de la chromatine lors de la transcription en absence de dommage à 
l’ADN (Le May et al., 2010), la réparation des dommages causant une oxydation de 
l’ADN (Arbault et al., 2004) et dans le fonctionnement mitochondrial (Fang et al., 2014). 
Cependant, il n’existe aucun mécanisme précis qui explique cette hétérogénéité clinique 
observée chez les patients déficients en NER. 
Dans l’optique de trouver de nouvelles pistes d’explication des phénotypes 
observés lors des syndromes liés à une déficience de la NER, nous avons réalisé une 
purification en tandem d’affinité à grande échelle, couplée à une analyse par 
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spectrométrie de masse (LC-MS/MS) des protéines nucléaires liées à XPA en présence et 
en absence de stress cellulaire. Ce facteur a été choisi du fait de la sévérité des 
symptômes neurologiques observés chez les patients XP-A auxquels aucune explication 
n’a encore été trouvée. 
Expression de XPA-Flag-HA 
Dans le but de trouver de nouveaux partenaires à XPA, nous avons commencé par 
faire exprimer cette protéine dans les cellules HeLa-S après l’avoir doublement marquée 
à Flag et HA. Le résultat de l’immunofluorescence a révélé la présence de XPA-Flag-HA 
uniquement au niveau des noyaux (Figure 4). Or, des études ultérieures avaient montré 
qu’en absence de stress, XPA se retrouve dans le cytoplasme durant les phases G1 et S du 
cycle cellulaire, alors qu’elle n’est présente principalement que dans le noyau au cours de 
la phase G2 (Z. Li, Musich, Cartwright, Wang, & Zou, 2013). Il aurait été intéressant de 
réaliser une immunofluorescence pour des cellules synchronisées dans les différentes 
phases du cycle cellulaire afin de confirmer la localisation de XPA-Flag-HA dans chaque 
phase et de vérifier la localisation de XPA endogène pour voir s’il y a une différence dans 
la localisation cellulaire entre XPA endogène et XPA recombinante.  
Les partenaires protéiques de XPA 
Après avoir exprimé XPA-Flag-HA dans les cellules HeLa-S, nous avons procédé à  
l’identification de ses partenaires protéiques en combinant la spectrométrie de masse en 
tandem à chromatographie liquide (LC-MS/MS) à une immunoprecipitation en tandem 
d’affinité. Il s'agit de la première étude réalisée dans un aussi large spectre, en présence et 
en absence de dommage à l’ADN. L’avantage de cette technique c’est qu’elle permet 
73 
 
d’identifier les partenaires d’interaction sans connaissance préalable du complexe 
protéique. De plus, une double purification permet d`éliminer les interactions non 
spécifiques.  
 Le résultat de la spectrométrie de masse a fourni une liste très étendue des 
partenaires de XPA en présence et en absence de traitement (+/- CDDP) avec plus de 400 
protéines. La majorité des protéines retrouvées étaient des protéines des autres voies de 
réparation, comme les protéines de la recombinaison homologue qui étaient présentes 
avec un nombre important de peptides: MRE11, Nbs1, Rad50, XRCC5, XRCC6, SMC1, 
SMC3, ainsi que les protéines de réparation des mésappariements tels que Mlh1, MSH2 
et MSH6. Apparemment, les voies de réparation ne sont pas vraiment séparées, mais ce 
sont plutôt les protéines d’une voie donnée qui se retrouvent dans une autre voie de 
réparation. Le nombre très élevé en protéines retrouvées dans le complexe XPA suppose 
la présence de plusieurs faux positifs, vu l’impossibilité que XPA soit impliquée dans un 
potentiel aussi important de complexes protéiques. Il est possible qu’un bon nombre de 
protéines recouvertes soient dues à une contamination par les acides nucléiques. Il aurait 
été ainsi intéressant de traiter les extraits protéiques avec des nucléases, ou bien à les 
soumettre aux ultrasons avant de réaliser la co-IP, pour éliminer les acides nucléiques 
contaminant les échantillons et donner ainsi plus de spécificité aux résultats. Cependant, 
la majorité des partenaires déjà connus de XPA sont ressortis, en l`occurrence RPA1, 
RPA2, RPA3, TFIIH, PARP1, XPF, Rad23, XPG, ERCC1 et XPC. Toutefois, ATR n’a 
pas été retrouvé dans le complexe XPA ni en présence ni en absence de CDDP, alors 
qu’il a été déjà montré que durant la phase-S,  XPA est transloquée vers le noyau suite à 
son interaction avec importin α-4 d'une manière qui dépend d’ATR (Z. Li et al., 2013). 
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On suppose qu’ATR n’a pas été retrouvée vu que cette interaction a lieu en phase-S et 
que le complexe a été purifié à partir de cellules asynchrones. De plus, si l’interaction 
ATR-XPA est nécessaire pour la translocation d’XPA vers le noyau, dans notre cas nous 
avons constaté, par immunofluorescence, que XPA-Flag-HA est présente uniquement 
dans le noyau (Figure 4). On présume donc que l’interaction XPA-ATR n`a pas eu lieu 
vu que XPA-Flag-HA est déjà dans le noyau. Pourtant, importin α-4 a été retrouvée dans 
le complexe XPA, ce qui suggère que probablement l’interaction XPA-ATR est 
transitoire, c’est pourquoi elle n’a pas été retrouvée dans la purification ou peut être qu’à 
3h post CDDP, il n’est pas possible de voir l’interaction. Cependant, pourquoi importin 
α-4 est présente dans le complexe XPA si XPA-Flag-HA est déjà dans le noyau? Cela 
peut s’expliquer par le fait que XPA forme un homo-dimère avec elle-même (Yang, Liu, 
Mao, Zhang, & Zou, 2002). Donc, il est possible que XPA-Flag-Ha forme un homo-
dimère avec XPA endogène, alors que cette dernière interagit avec importin α-4 pour 
assurer sa translocation vers le noyau en phase-S du cycle cellulaire, surtout que  
importin α-4 est présente par un petit nombre de peptides.  
Il a déjà été démontré aussi qu’ATR phosphoryle XPA au niveau de la serine 196 
(S196), ce qui augmente la viabilité cellulaire après irradiation aux UV (Wu et al., 2006). 
En outre, la phosphatase oncogénique WIP1 induit une déphosphorylation de XPA au 
niveau de la (S196) induisant une diminution de la NER (Nguyen et al., 2010). WIP1 n’a 
pas été retrouvé dans la purification, c’est une autre protéine de la même famille de 
WIP1, présente spécifiquement après traitement au CDDP dite PPM1G, de la famille des 
PP2C serine/ thréonine phosphatase avec un nombre faible en peptides (3).   
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Dans les deux conditions, la protéine E3 ubiquitine- ligase HERC2 n’a pas été 
trouvée dans le complexe XPA. L’ubiquitination de XPA par HERC2 induit sa 
dégradation. Cependant, après un dommage à l`ADN, la phosphorylation de XPA par 
ATR permet une dissociation de HERC2 de XPA, par conséquent sa stabilisation. La 
protéine centrosomique Cep164, ainsi que la déacetylase SIRT1 n’ont pas été retrouvées 
non plus. Il est possible que ces protéines soient impliquées spécifiquement dans la 
réponse aux dommages à l’ADN par les UV, car l’interaction XPA-HERC2, XPA-
Cep164, ainsi que l`interaction XPA-SIRT1 ont été mises en évidence spécifiquement 
après irradiation aux UV (Fan & Luo, 2010; Pan & Lee, 2009).  
Résultat du criblage  
Pour donner plus de spécificité à nos résultats, nous avons décidé de sélectionner 
une trentaine de protéines pour réaliser un criblage. Le choix des protéines était basé sur  
la présence d’un nombre élevé de peptides, leur présence dans la catégorie après 
traitement et sur l’augmentation du nombre de peptides après traitement. De plus, toutes 
les protéines qui ont été choisies ne sont pas connues comme de potentiels partenaires de 
XPA. Les résultats des tests de réparation ont révélé que la majorité des protéines 
sélectionnées ne régulaient pas la NER, à l’exception de MRE11, RAD21, SMC1, SMC3 
et probablement WAPL. Le rôle des protéines du complexe MRN dans la réponse aux 
dommages à l’ADN après UV a déjà été mis en évidence (Olson, Nievera, Lee, Chen, & 
Wu, 2007; Zhong, Bryson, Eckersdorff, & Ferguson, 2005). Le complexe MRN est 
nécessaire pour la médiation du point de contrôle en phase S après traitement aux UV, 
parce qu’il  facilite l’activation d’ATR au niveau des fourches de réplication bloquées. Il 
est également  nécessaire pour la phosphorylation de RPA32 par ATR pour faire la 
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médiation du point de contrôle en phase-S après irradiation aux UV. Cependant, son rôle 
dans le processus de réparation par excision des nucléotides n’a pas encore été démontré, 
c’est pourquoi nous avons décidé de déterminer l’effet de la diminution de l’expression 
des protéines MRN sur la NER. Le criblage a montré qu’après diminution de l’expression 
de MRE11, les HeLa présentaient un léger défaut dans la réparation des 6-4PP en phase-
S. Ce résultat est en accord avec ce qui a déjà été démontré, du fait que les protéines du 
complexe MRN sont essentielles à l’activation d’ATR durant la phase-S du cycle 
cellulaire, et que ATR est nécessaire dans la NER exclusivement durant la phase-S 
(Auclair et al., 2008). Il serait donc probable que MRE11 soit aussi nécessaire pour la 
NER, exclusivement durant la phase-S. En revanche, la diminution de l’expression de 
MRE11 par les siRNA n’a pas été significative, ceci a été confirmé par 
immunobuvardage et par le fait que les cellules traitées par un siRNA de MRE11 
n’étaient pas sensibles aux radiations ɣ. Ainsi, il serait plus intéressant de connaitre le 
taux de réparation des 6-4PP dans les cellules déficientes en MRE11 les ``ATLD cells`` 
des patients atteints d'ataxie télangiectasie, afin de confirmer si MRE11 est nécessaire 
dans la réparation des 6-4PP par la NER exclusivement en phase-S, surtout que 
l’immuno-précipitation de XPA a révélé la présence de MRE11 dans son complexe.  
En ce qui concerne les autres protéines (Rad50 et NBS1) du complexe MRN; 
après une diminution significative de l’expression de Rad50, aucun effet n’a été observé 
sur la réparation des 6-4PP. Pour NBS1, la diminution de son expression n’était pas 
significative, et de ce fait, il n’est toujours pas possible de tirer une conclusion sur le rôle 
de cette protéine dans la NER. Il serait intéressant de vérifier la réparation des 6-4 PP 
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dans les cellules déficientes en NBS1 et les (GM07166) des personnes atteintes du 
syndrome de Nimègue. 
Quant aux protéines du complexe des cohésines SMC1, SMC3, Rad21 et WAPL, 
leur rôle dans la réponse aux dommages à l’ADN causés par les UV n`a pas encore été 
prouvé. Il a seulement été suggéré que la cohésion des chromatides-sœurs supprime la 
recombinaison induite par les UV en phase G2 (Covo, Ma, Westmoreland, Gordenin, & 
Resnick, 2012; Covo, Westmoreland, Gordenin, & Resnick, 2010).  Il a aussi été montré 
qu’une mutation de  SCC1 l’homologue de Rad21 chez  Schizosaccharomyces pombe, 
rendait les cellules hypersensibles aux UV (Birkenbihl & Subramani, 1992). Dans notre 
étude nous avons observé une diminution significative dans l`expression de SMC1 et 
SMC3 et nous avons aussi confirmé le résultat déjà publié où il a été montré qu’une 
diminution de SMC3 permettait une réduction dans l’expression de SMC1, alors qu’une 
diminution de SMC1 ne permettait pas une réduction dans l`expression de SMC3. On a 
aussi conclu qu’une diminution de l’expression des cohésines SMC1 et SMC3 ne rendait 
pas les cellules déficientes dans la NER, cependant ces cellules causaient un 
ralentissement dans le processus de réparation des 6-4PP. En revanche, même si la 
diminution de l’expression de Rad21 et WAPL n’était pas significative, il y avait quand 
même un léger défaut en phase-S. Toutefois, ces cellules n’étaient pas sensibles aux UV 
tel qu’il a été observé chez la levure, peut être que parce que la déplétion n’était pas 
suffisante pour déceler cette hypersensibilité. De plus, aucune de ces protéines (Rad21 et 
WAPL) n’a été retrouvée dans le complexe de XPA à partir des co-IP. Cela laisse 
suggérer que peut être ces interactions sont faibles et qu’il n’est pas possible de les voir à 
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partir des protéines endogènes. Ainsi, il serait intéressant de faire des co-surexpressions 
entre XPA et la protéine recherchée pour pouvoir confirmer les interactions.  
On se demande pourquoi il y a une forte présence de protéines de la 
recombinaison homologue dans le complexe XPA, en l’occurrence, les protéines du 
complexe MRN ainsi que les protéines du complexe des cohésines, sachant que le 
complexe XPA a été isolé après traitement des cellules au CDDP. Il se pourrait que les 
interactions observées par spectrométrie soient spécifiques au CDDP, car le cisplatine 
induit aussi des liaisons intercaténaire qui peuvent produire des cassures double brin et 
qui sont ainsi réparés par la recombinaison homologue. Dans ces conditions, la question à 
poser serait l’inverse, c.à.d. quel rôle joue XPA dans la recombinaison homologue? Pour 
vérifier cette hypothèse, il serait pertinent de vérifier la sensibilité aux radiations 
ionisantes des cellules déficientes en XPA par des tests de survie. Et par 














XPA est une protéine majeure de la réparation par excision des nucléotides. 
Comment cette protéine provoque-t-elle des symptômes neurologiques chez les patients 
XP-A? La question reste posée. Aucune étude n’a encore pu répondre à cette question. 
Dans notre étude, le but premier était de montrer que la protéine XPA possède d’autres 
partenaires protéiques que ceux qui sont déjà connus. Effectivement, le résultat de la 
purification des complexes d`XPA en présence et en absence de stress cellulaire a montré 
la présence de plusieurs protéines impliquées  dans la réparation des dommages à l`ADN, 
dans la machinerie transcriptionelle, la réplication, le remodelage de la chromatine, le 
cycle cellulaire ainsi que des protéines du métabolisme. Il semble que XPA possède bel 
et bien d’autres fonctions en dehors de la NER. De plus, la présence en nombre important 
de peptides des protéines de la réparation par recombinaison homologue avait attiré notre 
attention. Ces protéines, notamment MRE11 a été retrouvée en grand nombre dans les 
deux complexes de XPA (-/+ CDDP). Or, jusqu’à présent aucune étude n’a montré le rôle 
de MRE11 dans la NER ni la possibilité que MRE11 interagit avec XPA. Ce résultat qui 
a été confirmé par co-immunoprécipitation est très intéressant, car cela suggère fortement 
que MRE11 interagit avec XPA. Cependant, d’autres expériences sont nécessaires pour 







Les limites de l’étude 
 
 Il est clair que la limite majeure de cette étude est le nombre élevé des protéines 
retrouvées dans les complexes XPA.  En effet, mis à part la purification par les billes, 
rien ne prouvait qu'il s’agisse effectivement d'interactions directes. De plus, la 
purification des complexes protéiques sans traitement aux nucléases n'excluait pas la 
possibilité que ces interactions  soient dues tout simplement aux acides nucléiques 
contaminants ou aux protéines liant les acides nucléiques présents lors de la purification. 
Il est alors très difficile de donner une direction aux résultats et de poser des hypothèses 
quant à l'implication de XPA dans un potentiel aussi large de complexes protéiques.  
              Par ailleurs, le fait d`utiliser les cellules HeLa-S comme modèle pour déterminer 
les partenaires protéiques de XPA pourrait faire de grandes différences entre les résultats 
in vivo versus les résultats in vitro. À cela s’ajoute la purification des complexes, non pas 
par XPA endogène, mais par XPA recombinante qui pourraient ne pas agir de la même 
manière au niveau cellulaire. Car, XPA recombinante était marquée avec les étiquettes 
Flag et HA qui probablement changeront sa conformation comparativement à XPA 
endogéne. Et qui dit conformation différente dit partenaires différents.  
              De plus,  l`utilisation du CDDP à la place des UV, même si le CDDP induit des 
lésions qui sont réparées par la NER et qui donc font appel à XPA, le CDDP permet la 
formation des adduits inter-caténaires qui sont réparés par la voie de réparation ICL (Voir 
introduction). Ainsi, le CDDP permet l’activation d’autres voies de signalisation 
cellulaire différemment des UV, et donc XPA serait dans un environnement cellulaire 
différent et aurait des partenaires différents. Un autre obstacle s’ajoute à cela, c’est la 
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concentration en CDDP choisie pour la purification des complexes. La concentration 
choisie était basée sur l’activation de Chk1, donc sur l’activation de la signalisation des 
dommages. Il se peut que cette concentration n’est pas optimale et que les dommages 
induits sont peu ou trop nombreux. Le profil des partenaires de XPA serait alors différent.  
Finalement, nous avons rencontré des obstacles dans l’optimisation des conditions 
pour avoir une réduction significative de l’expression par siRNA des protéines 
sélectionnées. Le nombre de protéines étant élevé, cette étape a nécessité beaucoup de 




















Afin de consolider les résultats présentés dans ce mémoire, plusieurs travaux 
futurs doivent être réalisés. 
Pour commencer, il serait intéressant de confirmer la localisation cellulaire de 
XPA versus XPA-Flag-HA, selon le cycle cellulaire en présence et en absence de 
dommage à l’ADN.  Vu que nous avions constaté la localisation nucléaire de XPA-Flag-
HA dans des cellules asynchrones, alors que des études antérieures avaient montré la 
localisation cytoplasmique de XPA en phase G1 et S, alors qu`en phase G2, XPA se 
retrouvait majoritairement dans le noyau. 
Afin de valider l’intéraction XPA-MRE11, il est impératif de refaire des co-
immunoprécipitations en présence de nucléases afin de prouver que cette interaction n’est 
pas dépendante de l’ADN. De plus, il est nécessaire de réaliser une reverse co-
immunoprécipitation, c.à.d. vérifier la présence de XPA dans le complexe de MRE11. De 
même, vérifier l’interaction XPA-MRE11 après dommage à l’ADN par les UV, car il se 
pourrait que l’interaction XPA-MRE11 soit spécifique aux dommages à l’ADN par le 
CDDP.  
Il serait aussi important de vérifier si l’interaction XPA-MRE11 est dépendante 
d’ATR,  en réalisant des co-IP dans des cellules traitées avec un inhibiteur d’ATR. Car, il 
a déjà été montré que : Après traitement aux UV, au niveau des fourches de réplication 
bloquées, le complexe MRN est nécessaire en amont d`ATR pour faciliter son activation 
(Olson et al., 2007). En parallèle, après traitement aux UV, la phosphorylation de XPA 
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médiée par ATR activée, améliore la stabilité de XPA en inhibant son ubiquitination par 
HERC2 qui conduit à sa dégradation par le système du protéosome  (Wu et al., 2006). 
D’autre part, vu qu’il n’était pas possible d’avoir une réduction significative de 
l’expression de MRE11 et NBS1 avec les siRNA,  mesurer l’efficacité de réparation des 
6-4PP dans les cellules déficientes en MRE11 (ATLD cells) ainsi que les déficientes en 
NBS1 (GM07166) serait très pertinent. Car, ça nous donnerait une idée claire sur le rôle 
potentiel de ces deux protéines dans la NER. Il est aussi important de mesurer le taux de 
réparation des CPD dans ces cellules sachant que les CPD sont la source majeure des 
cancers de la peau. 
Les résultats présentés ici nous laissent suggérer que XPA joue un rôle dans la 
réparation par recombinaison homologue. Ceci reste quand même à vérifier en 
déterminant le recrutement de Rad51 par immunofluorescence dans les cellules 
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